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Le travail de cartographie physique des 11 chromosomes qui composent le génome de la 
microsporidie Encephalitozoon cuniculi avait révélé la présence d’une unité ADNr (23S-16S) 
à chaque extrémité d’un chromosome. Trois unités sont présentes sur les 11 consensus 
représentatifs des 11 chromosomes, indiquant clairement un assemblage incomplet des 
régions télomériques et subtélomériques. L’utilisation du logiciel Miropeat pour comparer les 
séquences chromosomiques entre elles révèle la présence de séquences homologues aux 
différentes extrémités. Au total 15 répétitions (r01 à r15) ont été mises en évidence. Ces 
dernières sont organisées en 8 blocs nommés EXT1 à EXT8 composant ainsi les différentes 
extrémités des chromosomes. Cette structure en mosaïque des extrémités a été confirmée par 
une approche PCR. Par cette approche toutes les extrémités chromosomiques ont été 
entièrement reconstruites (avec un ancrage sur l’ADNr sur toutes les extrémités). Par rapport 
à la dynamique de ces régions, 19 sites de recombinaisons ont été retrouvés en utilisant 
l’algorithme Blast. Ces régions montrent également un biais compositionnel en bases GC. En 
effet l’entrée dans les séquences terminales (blocs EXT et unité ADNr) est systématiquement 
marquée par une augmentation brutale du taux de GC. Par contre il n’existe pas de corrélation 
entre les taux (G-C)/(G+C) ou (A-T)/(A+T) et l’entrée dans les régions EXT. Ces résultats 
montrent une accumulation d’événements au niveau de ces régions particulières des 
chromosomes que nous avons appelées « régions subterminales ». Elles sont situées entre 
l’unité ADNr et le cœur codant des chromosomes. Nous retrouvons la même régionalisation 
des extrémités chez le nucléomorphe Guillardia theta. Ceci suppose que cette organisation est 
liée au processus d’évolution régressive du génome. Le plus intéressant est la présence de 
gènes dans ces régions. En effet l’analyse des séquences montrent la présence de séquences 
codantes (révélées par l’annotation) au niveau des différents blocs EXT. La comparaison de 
ces séquences codantes révèle 4 familles de gènes : interAE, interB, interC et interD. Ces 
gènes de par leur contexte, répondent à un type d’organisation classique que nous retrouvons 
chez un certains nombre de protozoaires parasites (gènes var chez Plasmodium, vsg chez les 
trypanosomes, msg chez Pneumocystis…), d’où une potentielle implication dans la 
pathogénicité de ce parasite. Nous avons choisi d’investir la famille interB, une famille 
homogène, avec très peu de gènes incomplets comparée aux trois autres familles. Après la 
validation de la présence des gènes interB chez les espèces du genre Encephalitozoon, ces 
gènes ont été retrouvés chez deux autres genres de microsporidies pouvant parasiter l’homme 
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(Brachiola algerae et Vittaforma corneae). Par contre, ces gènes sont absents chez 5 autres 
genres de microsporidies, dont 2 parasites stricts d’insectes (Nosema bombycis et Paranosema 
grylli) et 3 parasites stricts de poissons (Glugea atherinae, Spraguea lophii et Neonosemoides 
syacii). L’expression de ces gènes a été abordée chez l’espèce Encephalitozoon cuniculi. Les 
gènes interB sont transcrits, et des protéines InterB existent également. L’étude de ces gènes 
reste à compléter par une localisation des protéines correspondantes au niveau du parasite (ou 













I- Le génome : définition, structure et complexité 
Le génome représente l'ensemble de l’information héréditaire des organismes vivants. 
Il contient toutes les instructions nécessaires au développement, au fonctionnement, au 
maintien de l'intégrité et à la reproduction de toute entité biologique (l’exception à la règle 
étant les prions). Ces instructions, nommées gènes, ne constituent qu'une partie du génome 
(pour exemple, le génome humain coderait pour 25 000 gènes seulement, ce qui ne représente 
que 5% du génome ; Stein, 2004).  
Chez les virus, le génome est constitué soit d’une molécule d'ADN simple ou double 
brin, soit d’une molécule d'ARN à polarité positive (dans le même sens qu’un ARN messager) 
ou négative (complémentaire d'un ARN messager).  
Par contre, chez les organismes cellulaires, le matériel génétique est exclusivement 
représenté par l’ADN double brin et différents génomes peuvent coexister. 
Chez les Procaryotes, on distingue habituellement : 
- le génome chromosomique, génome principal se présentant classiquement sous 
forme d’un seul chromosome circulaire.  
- le génome extrachromosomique, constitué par les plasmides, molécules plus petites 
et à réplication autonome; certains plasmides sont capables d’intégration dans le chromosome 
(épisomes).  
En fait, deux chromosomes différents ou plus ont été mis en évidence chez des 
bactéries de divers genres (Vibrio, Brucella, Deinococcus, Rhizobium…). En outre, il existe 
des plasmides linéaires et l’ADN chromosomique est parfois aussi sous forme linéaire 
(Borrelia, Streptomyces, Rhodococcus…) (revue Bendich et Drlica, 2000) 
Chez les Eucaryotes, trois types de génomes sont distingués en fonction de leur 
localisation intracellulaire :  
- le génome nucléaire, génome majoritaire composé de plusieurs chromosomes 
linéaires et localisé dans le noyau, structure ayant primairement servi à définir les cellules 
eucaryotes (eu : vrai, caryos : noyau). Les cycles biologiques avec reproduction sexuée 
impliquent l’alternance haploïde-diploïde. Une fraction d’ADN extrachromosomique 
(épisomes et éléments transposables) est également retrouvée dans le noyau. 
- le génome mitochondrial (dans les mitochondries), d’origine endosymbiotique et 
souvent sous forme circulaire. Sa taille est particulièrement réduite chez les Vertébrés (16,5 
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kb chez l’Homme ; Anderson et al, 1981). Cet ADN est linéaire chez certains Protistes 
(Tetrahymena, Chlamydomonas, Pythium) et certains Champignons (Candida, Pichia, 
Williopsis).  
- le génome chloroplastique (dans les chloroplastes), autre génome extra-nucléaire 
d’origine endosymbiotique, caractéristique des cellules photosynthétiques. Sa taille se situe 
typiquement entre 120 et 200 kb chez les Végétaux supérieurs. Des formes circulaires et 
linéaires co-existent fréquemment. 
 
Bien qu’il y ait chevauchement partiel des tailles génomiques entre Virus, Procaryotes 
et Eucaryotes, il est évident que ce sont les Eucaryotes qui présentent les génomes les plus 
complexes, d’où l’utilisation d’unités Mb ou « millions de paires de bases » (Tableau 1). 
Constante pour une espèce déterminée, la valeur C correspond à la taille du génome nucléaire 
haploïde. Parmi les valeurs C relativement faibles, on peut noter celles de la levure 
Saccharomyces cerevisiae (12,5 Mb), du nématode Caenorhabditis elegans (100 Mb) et de la 
mouche Drosophila melanogaster (160-180 Mb). Chez les mammifères, la taille génomique 
peut être de l’ordre de 3 000 Mb. Un extrêmement grand génome est celui du protozoaire 
Amoeba dubia : 670 000 Mb !  (Friz, 1968). La valeur C varie parfois très fortement parmi les 
espèces d’un même taxon. Au sein des métazoaires, les Amphibiens représentent la classe la 
plus variable (700-90 000 Mb). Chez les plantes, les Angiospermes ont des génomes allant de 
50 Mb à 125 000 Mb et les Ptéridophytes de 98 Mb à 307 000 Mb. Il n’y a donc pas de stricte 
corrélation avec le degré de complexité de l’organisme, en considérant tant la diversité de ses 
types cellulaires que le nombre total de ses gènes. C’est ce qu’on appelle le « paradoxe de la 
valeur C »  (revue : Novacek et Norell, 1989). Le nombre de gènes par génome varie 
effectivement dans une moindre mesure : ~6000 chez S. cerevisiae, ~13 000 chez la 
drosophile, ~25 000 chez l'Homme…On sait désormais que la disproportion entre taille 
génomique et nombre de gènes résulte d’une accumulation plus ou moins importante de 
séquences d’ADN non codant, de type répétitif, dont les fonctions sont plutôt obscures. 
L’énigme persistante est donc le pourquoi de la grande variabilité de l’ADN non codant chez 
des espèces aux complexités similaires.  
Agée seulement d’une dizaine d’années, la génomique est l'étude exhaustive des 
génomes. Elle implique notamment la détermination des séquences complètes, la détection de 
tous les gènes potentiels et la recherche des fonctions géniques. Son essor a été intimement lié 
au développement du séquençage automatisé et d’outils informatiques pour l’assemblage de 
multiples blocs de séquence (contigs), la délimitation des gènes et la recherche d’homologies. 
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Espèce   Groupe taxonomique Taille du génome (Mb)  Références 
    
VIRUS 
 
Virus de l’hépatite B  Hepadnavirus   0,0032*   Okamoto et al. 1986 
Bactériophage λ  Siphovirus    0,0485*   Sanger et al. 1982 




Nanoarchaeum equitans Archaea    0,49*   Waters et al. 2003 
Sulfolobus solfataricus Archaea    2,99*   She et al. 2001 
Methanosarcina acetivorans Archaea    5,75*   Galagan et al, 2002  
 
Mycoplasma genitalium Bacteria    0,58*   Fraser et al. 1995 
Escherichia coli K12  Bacteria    4,64*   Blattner et al. 1997 




Giardia intestinalis  Diplomonadines                  12   Adam 2000 
Trichomonas vaginalis Trichomonadines                180   Upcroft et al, 2006 
Bigelowiella natans  Chlorarachniophytes   0,38* (nucléomorphe) Gilson et al. 2006 
Guillardia theta  Cryptophytes   0,55* (nucléomorphe) Douglas et al. 2001 
Ostreococcus tauri  Chlorophytes                  12,5*   Derelle et al. 2006 
Leishmania major  Euglenozoaires                  33   Myler et al. 2000 
Trypanosoma brucei  Euglenozoaires                  39   El-Sayed et al. 2000 
Thalassiosira pseudonana Diatomées                   34*   Armbrust et al. 2004 
Coscinodiscus asteromphalus Diatomées            25 000   Shuter et al. 1983 
 
Cryptosporidium hominis Apicomplexes   9,2*   Xu et al. 2004 
Plasmodium falciparum Apicomplexes                  23*   Gardner et al. 2002 
Toxoplasma gondii  Apicomplexes                  87   Blaxter and Ivens 1999 
Tetrahymena thermophila Ciliés                 104* (macronoyau)  Eisen et al, 2006 
                    200   (micronoyau) 
Heterocapsa pygmaea Dinoflagellés             4 450   Triplett et al. 1993 
Gonyaulax polyedra  Dinoflagellés           98 000   Shuter et al. 1983 
 
 
Entamoeba histolytica Amoebozoaires                  24*   Loftus et al, 2005 
Dictyostelium discoideum Amoebozoaires                  34*   Glockner et al. 2002 
Amoeba dubia  Amoebozoaires         670 000   Friz 1968 
 
Encephalitozoon cuniculi Microsporidies   2,9*   Katinka et al. 2001 
Glugea atherinae  Microsporidies                  19,5   Biderre et al. 1994 
Saccharomyces cerevisiae Ascomycètes                  12,5*    Goffeau et al. 1996 
Neurospora crassa   Ascomycètes                  43*   Schulte et al. 2002 
 
Arabidopsis thaliana   Streptophytes                 125*   Arabidopsis Genome Initiative 2000 
Oryza sativa  Streptophytes                 466*    Yu et al. 2002 
Zea mays    Streptophytes              3 000          Arumuganathan and Earle 1991 
Triticum aestivum  Streptophtytes            16 000        Consortium wheat genome 2005  
 
Drosophila melanogaster  Insectes                 137*   Adams et al. 2000 
Mus musculus  Mammifères             2 500*   Waterston et al. 2002 





Tableau 1 : Taille des génomes dans différents groupes d’organismes (les astérisques 
marquent les génomes entièrement séquencés). 
 
L’assemblage des contigs est d’autant plus difficile que le génome étudié est plus 
grand et riche en séquences répétées. Ainsi, les premiers génomes séquencés furent de petits 
génomes viraux, mitochondriaux et chloroplastiques. L’année 1995 a fait date car marquée 
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par l’obtention des premières séquences complètes de chromosomes procaryotes, à savoir le 
chromosome d’Haemophilus influenzae (1830 kb; Fleischmann et al, 1995) puis celui de 
Mycoplasma genitalium (580 kb ; Fraser et al, 1995). L’année suivante a vu l’achèvement du 
séquençage des 16 chromosomes constituant le génome nucléaire de la levure Saccharomyces 
cerevisiae (12,5 Mb ; Goffeau et al, 1996). Le projet « Génome Humain » est aussi arrivé à 
son terme (2850 Mb, soit 99% du génome; Lander et al, 2001 ; International Human Genome 
Sequencing Consortium, 2004). A ce jour (13-10-2006), 383 génomes procaryotes et 21 
génomes eucaryotes ont été séquencés (Cf. statistiques au site 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genomes/static/gpstat.html). De nombreux projets sont en cours 
de réalisation. 
 
II- La chromatine 
  
De la comparaison de la longueur totale de l’ADN génomique avec la taille d’un 
nucléoïde ou d’un noyau, il ressort la nécessité d’une forte condensation de l’ADN. Par 
exemple, chez l’espèce humaine, près de deux mètres d'ADN doivent être concentrés dans un 
noyau diploïde dont le diamètre est seulement de quelques µm. La compaction du génome 
implique différents niveaux de surenroulement de l’ADN et, dans le cas du génome nucléaire 
des Eucaryotes, elle dépend d’étroites interactions entre l’ADN et certaines protéines. Ce 
complexe nucléoprotéique dans les trois dimensions de l’espace correspond à la chromatine, 
terme cytologique primairement proposé pour désigner un réseau basophile dans le noyau 
interphasique. 
 
II-1 Le nucléosome, unité fondamentale de la chromatine 
A son plus faible degré de condensation, la chromatine est sous forme d’une fibre de 
10 nm ou nucléofilament, qui apparaît comme une succession d’unités similaires 
régulièrement espacées, les nucléosomes. Chaque nucléosome comprend un court segment 
d’ADN régulièrement associé à huit molécules de protéines histones. Deux régions sont 
distinguées : la particule cœur et la région de liaison (ou région internucléosomale) reliant les 
particules cœur adjacentes. La particule cœur, dont la structure est très conservée parmi les 
espèces, contient un segment d’ADN de longueur constante (146 pb)  qui s’enroule (~ 1,7 
tour) autour d'un octamère protéique comprenant deux exemplaires de chacune des histones 
nucléosomales H2A, H2B, H3 et H4 (Kornberg RD, 1974) (Figure 1). La longueur de l’ADN 
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de liaison varie entre 10 et 60 pb selon l'espèce et le type cellulaire. C'est au niveau de cette 
région qu’une histone internucléosomale (famille H1/H5) est incorporée.  
 




Figure1: Structure du nucléosome. (D’après Luger et al, 1997). 
La double hélice d’ADN s’enroule autour de l’octamère d’histones comprenant deux 
exemplaires de chacune des histones H2A, H2B, H3 et H4.   
 
Les quatre histones de la particule cœur sont de petites protéines basiques dont les 
séquences ont été très conservées au cours de l'évolution. Elles présentent un même domaine 
structural (« histone fold ») constitué d’une grande hélice alpha centrale (α2) entourée de deux 
petites hélices alpha (α1 et α3) ainsi que de boucles (L1 et L2) réalisant des contacts avec 
l’ADN. Plus sujettes à variation, les extrémités N- et C-terminales n’ont pas de structure 
secondaire bien définie. Ces extrémités sont particulièrement riches en résidus lysine et 
arginine et sont donc très basiques. Elles sont la cible de nombreuses modifications post-
traductionnelles pouvant affecter leurs charges mais aussi l'accessibilité à l'ADN et les 
interactions protéine-protéine.  
Contrairement aux précédentes, les histones de la famille H1/H5 sont peu conservées 
parmi les espèces (Baxevanis et Landsman, 1996). Chez les Eucaryotes supérieurs, elles 
comprennent un domaine globulaire central non polaire, essentiel pour les interactions avec 
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l'ADN, et deux extrémités non structurées, hautement basiques, et soumises à des 
modifications post-traductionnelles. L’association d’un nucléosome avec une histone H1/H5 
est appelée chromatosome (Simpson R., 1978). Les histones internucléosomales participent à 
la compaction de l'ADN en créant une région d'interaction entre les nucléosomes adjacents 
(Ridgway et Almouzni, 2001).   
Des liaisons hydrogènes et ioniques permettent au complexe histones-ADN d’être 
extrêmement stable. Il est important de mentionner aussi que les liaisons entre histones et 
ADN n’impliquent aucune séquence particulière de l’ADN, ceci étant en accord avec le fait 
que l’octamère d’histones est virtuellement capable d’empaqueter n’importe quelle séquence 
(Luger et al, 1997). 
 
II-2 Les protéines chromatinienne non-histones  
Outre les histones internucléosomales, des protéines chromatiniennes non-histones 
appelées HMG (High Mobility Group) et des variants d’histones affectent l'espacement et le 
repliement du nucléofilament. 
Les HMG sont des protéines de faible poids moléculaire, qui correspondent à des 
facteurs architecturaux de la chromatine bien distincts des histones (Bustin, 1999). Elles sont 
capables de modifier la conformation de la double hélice pour faciliter les différentes activités 
cellulaires liées à l’ADN (transcription, réplication, recombinaison, réparation...). 
Les variants d’histones semblent jouer des rôles spécifiques dans la structure ou la 
fonction de la chromatine. C’est le cas notamment d’un variant de H3, nommé CENP-A 
(CENtromérique Protein A) chez les Eucaryotes supérieurs et Cse4 chez la levure S. 
cerevisiae. Ce variant est associé aux nucléosomes exclusivement au niveau des centromères. 
Il possède une extrémité N-terminale très différente de H3 et joue un rôle essentiel pour la 
structure et la fonction des nucléosomes centromériques (Henikoff et al, 2000). Un autre 
variant de H3, nommé H3.3, a été caractérisé chez la drosophile. Associé à la chromatine 
active, H3.3 serait essentiel à la régulation de certains gènes, notamment le rDNA (Ahmad et 
Henikoff, 2002). H2A possède au moins trois variants: H2A-Z, H2A-X et MacroH2A. La 
protéine H2A-Z est requise pour la formation de l’euchromatine en empêchant, lorsqu’elle est 
incorporée, la propagation de l’hétérochromatine (Meneghini et al, 2003). Il est à noter que la 
structure cristalline du nucléosome contenant ce variant est très peu modifiée par rapport à un 
octamère classique (Suto et al, 2000). H2A-X possède une extrémité C-terminale très 
différente de celle de H2A chez les métazoaires. Celle-ci peut être spécifiquement 
phosphorylée en réponse à certains types de cassures dans l’ADN (Rogakou et al, 1998) et 
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elle est donc requise pour la réparation de l’ADN. Caractérisé par une extrémité C-terminale 
globulaire de 25 kDa, le variant Macro-H2A est spécifiquement incorporé dans le 
chromosome X inactif chez les Mammifères (revue : Ladurner, 2003). 
 
II-3 Les états de condensation de la chromatine 
Une condensation progressive de la chromatine est particulièrement évidente lors de 
l’observation en microscopie photonique d’une division nucléaire révélant les chromosomes 
sous forme de filaments ou bâtonnets, leur raccourcissement atteignant un maximum en 
métaphase. Toutefois, la chromatine du noyau interphasique n’est aucunement homogène. Les 
examens en microscopie électronique ont permis de bien différencier deux types de régions : 
des régions de chromatine « diffuse » ou euchromatine, et des régions de chromatine 
« condensée » ou hétérochromatine, localisée principalement à la périphérie du noyau 
(Figure 2).  
L’euchromatine est riche en gènes et très active sur le plan transcriptionnel. Quant à 
l’hétérochromatine, il est distingué: (1) l'hétérochromatine constitutive (ou permanente) 
pauvre en gènes, formée principalement de séquences répétées dont les plus connues sont 
celles des centromères et des télomères (Ridgway et Almouzni, 2001), (2) 
l'hétérochromatine facultative qui contient des séquences codantes pouvant adopter les 
caractéristiques structurales et fonctionnelles de l'hétérochromatine. Elle résulte de 
l’extinction de l’expression d’une fraction plus ou moins importante de l’euchromatine, 
comme dans le cas d’un chromosome X chez les femelles de Mammifères (Heard, 2004). Il a 
longtemps été supposé que l'hétérochromatine était transcriptionnellement inactive. On sait 
maintenant que certaines régions hétérochromatiniennes sont exprimées (Dimitri et al, 2005). 
Cependant, l'expression dans l'hétérochromatine des gènes qui y résident suppose 
manifestement une régulation adaptée. En effet, leur transfert par réarrangement dans 





Figure 2: Aspect de la chromatine au sein d’un noyau observé sur coupe ultra-mince en 
microscopie électronique à transmission (d'après Wheater, Burkitt et Daniels). 
L’hétérochromatine (H), très opaque aux électrons, forme des blocs préférentiellement 
localisés à la périphérie tandis que l’euchromatine (E) est représentée par des régions 
diffuses plus internes. EN, enveloppe nucléaire ; Nu, nucléole. Grossissement :15400. 
 
 
La chromatine présente des niveaux supérieurs d’organisation schématiquement 
représentés dans la figure 3. En effet, lors de la mitose, l’ADN traverse des étapes de 
condensation et de ségrégation, nécessaires à la transmission d’une copie du génome à 
chacune des deux cellules-filles. Les changements drastiques qu’elles entraînent dans 
l’organisation de la chromatine sont le résultat de l’action concertée de nombreux effecteurs et 
régulateurs mitotiques.  
 
Parmi les facteurs protéiques impliqués dans la condensation des chromosomes, on 
dénombre deux complexes multiprotéiques: la condensine et la cohésine, jouant 
respectivement un rôle dans la condensation de l’ADN et dans la cohésion inter-chromatides. 
Toutes deux sont constituées de protéines SMC et non-SMC (Jessberger, 2002).  
Les protéines SMC («structural maintenance of chromosomes»), au nombre de six 
chez les Eucaryotes supérieurs (SMC-1, -2, -3, -4, -5 et –6), sont des protéines d’assez haut 
poids moléculaire (entre 1000 et 1400 acides aminés). Leur structure primaire est très 
conservée des bactéries à l’Homme. Elles s’hétérodimérisent pour former des complexes en 
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forme de V (Melby et al, 1998), aux extrémités desquels se situent des domaines ATPasiques, 
indispensables à leur activité (Löwe et al, 2001).  
 
 
         
 Figure 3: Les différents niveaux d’organisation de la chromatine. (D’après Felsenfeld et 
Groudine, 2003). 
 
II-3-1 Le complexe condensine 
 
Le complexe condensine (également appelé «complexe 13S» d’après son coefficient 
de sédimentation) résulte de l’association d’un dimère SMC-2/SMC-4 (CAP-E/CAP-C, ou 
«complexe 8S») et d’un trimère non-SMC CAP-D2/CAP-G/CAP-H (associées en «complexe 
11S») (Figure 4Aa) (Hirano et al, 1997). Chacune de ces cinq sous-unités est essentielle chez 
la levure (Sutani et al, 1999). Sa fonction dans la condensation a été découverte à la suite de 
tests effectués dans des extraits d’ovocyte de Xenopus laevis, système couramment utilisé 
pour l’étude de la condensation des chromosomes. D’après des expériences 
d’immunodéplétion de ces extraits, la condensine est absolument nécessaire à la condensation 
des chromosomes (Hirano et al, 1997). 
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Les mécanismes par lesquels la condensine participe à cette condensation demeurent 
obscurs. Il semblerait qu’elle favorise, dans l’ADN auquel elle se lie, la création et la 
maintenance de boucles d’orientation positive (Kimura et Hirano, 1997), permettant ainsi un 




Figure 4A: Structure et modèle d’action de la condensine. a) La condensine est constituée 
d’un dimère SMC- 2/SMC-4 et d’un trimère de protéines non-SMC (d’après Hirano, 2002). 
b) Rôle proposé dans les pontages au sein d’une même molécule d’ADN avec formation de 








Figure 4B: Structure et modèle d’action de la cohésine. a) La cohésine est constituée d’un 
dimère SMC-1/SMC-3 et d’un dimère non-SMC (d’après Hirano, 2002). b) Rôle possible 
dans les pontages inter-moléculaires des ADN de deux chromatides (d’après Hirano 1999). 
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II-3-2 Le complexe cohésine 
 
 Le complexe cohésine est formé de l’hétérodimère SMC-1/SMC-3 ainsi que de deux 
protéines non-SMC, Scc1 et Scc3 (Figure 4B) (Losada et al, 1998). Des souches mutantes de 
levure pour la cohésine perdent des chromosomes à des fréquences anormalement élevées et 
présentent une séparation prématurée des chromatides (Michaelis et al, 1997). 
Bien que les bases moléculaires de ses propriétés mécaniques n’aient pas encore été 
découvertes, il semble très probable que le complexe cohésine agisse en tant que“ linker” 
inter-moléculaire entre deux molécules d’ADN, ce qui expliquerait sa capacité d’induire 
l’agrégation de l’ADN in vitro (Losada et Hirano, 2001b). 
 
III- Le chromosome : éléments généraux de structure et de fonction 
Le chromosome est un complexe nucléoprotéique caractérisé d’une part par 
l’information qu’il contient (les gènes), et d’autre part, par les éléments qui garantissent sa 
transmission de génération en génération. Cette transmission de l’information passe par une 
réplication semi-conservative et une ségrégation équitable des copies chromosomiques entre 
cellules-filles. Cela nécessite au moins trois types de composants : des origines de réplication, 
un centromère et deux télomères. 
 
III-1 Origines de réplication 
 
Pendant la phase S du cycle cellulaire eucaryote, la réplication de l’ADN de chaque 
chromosome démarre au niveau de nombreux sites, appelés « origines de réplication » (ORI) 
et espacés plus ou moins régulièrement le long du chromosome.  
Les connaissances actuelles sur la nature de ces origines de réplication viennent 
essentiellement des levures, et particulièrement de S. cerevisiae. Le nombre total des ORI 
réparties sur les 16 chromosomes de S. cerevisiae est évalué entre 250 et 400 (Diffley, 1996). 
Ces ORI sont courtes (100 pb environ) et caractérisées par une séquence consensus de 17 pb 
appelée ARS (« Autonomously Replicating Sequence »). Cette séquence sert de site de 
reconnaissance au complexe multiprotéique ORC (« Origin Recognition Complex »), qui va 
servir à son tour de site d’assemblage du complexe de réplication (Gilbert DM, 2001). 
L’analyse comparative de diverses ARS (par usage de plasmides réplicatifs chez S. 
cerevisiae) révèle un consensus riche en thymine et nommé ACS (« ARS Consensus 
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Sequence ») (Diffley et stillman, 1990). Il est nécessaire aussi bien à l’activité ARS qu’à 
l’activité ORI (Desphande et Newlon, 1992).  
La séquence ARS1 montre une organisation reflétant les différentes interactions 
protéiques (Diffley et Cocker, 1992) (Figure 5). Elle comprend : 
- une boîte A, contenant l’ACS flanquée de séquences variables mais fondamentales 
pour la fonction réplicative. Elle est reconnue par l’initiateur potentiel, c’est-à-dire le 
complexe ORC.  
- trois boîtes B (B1, B2, B3), situées en 3’ de la boîte A. B1 participe à la fixation de 
ORC, avec la boîte A (Rao et Stillman, 1995). B2 interagit avec une protéine de liaison à 
l’ADN simple brin (RP-A). Elle pourrait correspondre à un élément DUE (« DNA Unwinding 
Element ») que l’on retrouve sur des ARS dépourvus de boîte B2 et qui facilite l’écartement 
des deux brins parentaux d’ADN et l’intervention des enzymes de réplication (Natale et al, 
1992). Enfin, la boîte B3 fixe le facteur transcriptionnel Abf1 (« ARS binding factor 1 ») qui 






Figure 5 : Exemples de séquences ARS présentant une activité d’origine de réplication chez 
Saccharomyces cerevisiae. 
Ces ARS ont toutes en commun la boîte A, contenant la séquence consensus ACS, et la boîte 
B1. La boîte B2 est remplacée par la région DUE dans ARS305. La boîte B3 de l’ARS1 n’est 
pas conservée dans les deux autres ARS (Rao et Stillman, 1995). 
 
Néanmoins, cette description pour ARS1 est difficilement généralisable à d’autres 
ARS de S. cerevisiae (Figure 5).  
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Les origines de réplication ont été plus difficiles à identifier chez les autres Eucaryotes 
et des séquences spécifiques de liaison, telles que ORC, n’ont pas pu être identifiées (Schwob, 
2004). Ainsi, les ORI de la levure Schizosaccharomyces pombe sont plus proches de celles 
décrites chez des métazoaires. Elles sont plus longues (1 kb environ) et ne présentent aucune 
séquence consensus, exceptée une courte séquence riche en adénine. Cependant, les seules 
origines caractérisées chez cette levure sont d’une efficacité faible avec, par exemple, des taux 
de 40 et 30 % pour ORI19 et ORI22 pendant la phase S. Par ailleurs, il a été montré que 
l’activation des origines de réplication ne se fait pas de façon coordonnée (revue : Patel et al, 
2006). L’analyse de deux ARS (ARS18 et ARS68) chez Yarrowia lipolytica, montre une nette 
divergence de séquence, par rapport à celles chez S. cerevisiae, K. lactis ou S. pombe 
(Fournier et al, 1993). 
En conclusion, bien que des progrès aient été accomplis pour comprendre les 
mécanismes d’activation des différentes origines de réplication, la façon dont cette activation 




Le centromère joue un rôle essentiel dans la ségrégation normale des chromosomes 
pendant la division cellulaire, en dirigeant la formation du kinétochore, complexe 
nucléoprotéique responsable de l’attachement au fuseau mitotique (Pluta et al, 1995). En 
dehors de quelques cas particuliers naturels (chromosomes mitotiques holocentriques de 
Caenorhabditis elegans) ou accidentels et délétères (chromosomes acentriques ou 
dicentriques), le chromosome est monocentrique c'est-à-dire avec un seul kinétochore par 
chromatide. Deux types de centromères ont été distingués en relation avec deux types de 
chromosomes eucaryotes : les centromères « ponctuels » d’environ 200 pb caractérisés 
initialement chez S. cerevisiae, et les centromères « régionaux » (40 kb au moins) rencontrés 
chez S. pombe et les métazoaires. 
 
III-2-1 Centromères ponctuels 
Ce sont les premiers centromères identifiés, fonctionnellement et moléculairement, au 
travers des nombreuses études portant sur le génome de S. cerevisiae. Ces séquences 
confèrent une stabilité et une ségrégation classique aux « minichromosomes » circulaires de S. 
cerevisiae, à raison d’une ou deux copies par cellule (Clarke et Carbon, 1980). Elles sont très 
courtes (près de 220 pb) et présentent une structure chromatinienne compacte qui résiste à 
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l’action des nucléases (Bloom et Carbon, 1982) (Figure 6A). Les parties dites « minimales », 
directement impliquées, ont été déterminées pour chacun des 16 chromosomes et ont servi 
spécifiquement à la construction des chromosomes artificiels, dits YAC («Yeast Artificial 
Chromosomes»). S’étendant sur 125 pb environ, elles ne comportent aucune séquence répétée 
et ne sont pas transcrites. Elles sont peu différentes d’un chromosome à un autre et restent 
fonctionnellement interchangeables dans l’une ou l’autre orientation (Clarke, 1990). Trois 
blocs CDE (« Centromere DNA Element ») sont distingués (Figure 6B): 
 
? CDEI, une courte séquence de 8 pb relativement conservée entre les chromosomes.  
? CDEII, long de 78 à 86 pb et caractérisé par une séquence riche en AT (> 90 %). 
Cette séquence peut être formée aléatoirement avec les nucléotides A et T sans perte 
de fonction. Seule sa longueur doit être maintenue.  
? CDEIII, d’une taille de 26 pb et présentant un motif central CCG essentiel au 
fonctionnement du centromère.  
Ces blocs sont souvent flanqués de régions transcrites. Par exemple, dans le cas du 
chromosome XI, la transcription du gène spo15 s’arrête environ 300 pb en amont de CDEI et 
celle du gène met14 commence environ 500 pb en aval de CDEIII (Figure 6A). Les trois 
blocs procurent à la molécule d’ADN une forme incurvée (Bechert et al, 1999), visible en 
microscopie à force atomique (Figure 7) lorsque l’un des éléments protéiques du kinétochore 
(protéine CBF3) est lié au bloc CDEIII (Pietrasanta et al, 1999).  
Le modèle de centromère ponctuel est retrouvé au moins en partie chez d’autres 
levures bourgeonnantes. Chez Kluyveromyces lactis, cinq des six centromères ont pu être 
clonés et ont permis de définir trois CDE par centromère, par analogie avec ceux de S. 
cerevisiae (Heus et al, 1993). Leurs séquences consensus (Figure 6B) montrent une très 
grande conservation entre les genres Kluyveromyces et Saccharomyces. Notons que 
l’orientation de CDEI est variable d’un chromosome à l’autre chez K. lactis alors qu’elle est 
conservée chez S. cerevisiae. La différence majeure est observée au niveau du bloc CDEII qui 
est deux fois plus long chez K. lactis (160 pb). Ces centromères ne sont pas interchangeables 
d’un genre à l’autre (Heus et al, 1994). Candida glabrata possède des séquences 
centromériques d’une longueur de 153 pb et trois CDE ont aussi été mis en évidence (Kitada 
et al, 1997). 
 23
         
 
 
Figure 6 : Exemples de centromères ponctuels. 
A/ Structure du centromère du chromosome XI de Saccharomyces cerevisiae avec les trois 
boîtes caractéristiques CDEI, CDEII et CDEIII. Cette région est comprise dans 220 pb, au 
milieu d’une structure nucléosomale classique, présentant des gènes transcrits (SPO15 et 
MET14 dans cet exemple) (Clarke, 1990). 
B/ Boîtes CDEI, CDEII et CDEIII des centromères ponctuels chez trois levures. La taille 
totale de la région impliquée est indiquée. Différentes orientations des boîtes CDEI sont 
indiquées par des flèches. Chez Candida maltosa, la séquence de CDEI est ATCAATGA 














161-164 pb AT TNNTTTATGTTTCCGAAAATTA
C. maltosa 





Figure 7: Observation en microscopie à force atomique des courbures de l’ADN suite à la 
fixation de CBF3 à CDEIII (Pietrasanta et al, 1999). 
 
III-2-2 Centromères régionaux 
Les centromères régionaux sont plus complexes. Chez S. pombe, la taille de la région 
impliquée dans la fonction centromérique varie de 40 à 100 kb selon les souches et les 
chromosomes (Steiner et al, 1993). Cette taille peut atteindre 5 Mb pour des centromères 
humains (Floridia et al, 2000).  
Un centromère régional est formé en grande partie d’éléments répétés non transcrits. 
Chez S. pombe, une région centrale longue de 4 à 7 kb est encadrée par des éléments  répétés 
disposés symétriquement (Clarke et Baum, 1990). Les répétitions dites K, L et M, d’après la 
nomenclature de Wiens et Sorger (1998) forment des blocs de 5 kb environ. Un segment de 
moins de 20 kb, couvrant le domaine central et les répétitions de type K, peut être suffisant 
pour obtenir un centromère fonctionnel (Baum et al, 1994). La figure 8 illustre l’organisation 
de trois centromères de la souche Sp223. L’originalité des centromères régionaux réside aussi 
dans leur mode d’activation. Deux séquences centromériques peuvent cohabiter sur un même 
chromosome mais une seule est active, contrairement au modèle précédent. Cette activation 
est sous le contrôle de facteurs épigénétiques et dépend donc de l’organisation chromatinienne 
(Wiens et Sorger, 1998). 
Le séquençage des chromosomes 2 et 3 de Plasmodium falciparum a permis de mettre 
en évidence une séquence de 2,6 kb extrêmement riche en AT qui présente des homologies 
avec les centromères de S. pombe (Bowman et al, 1999). Ces centromères putatifs sont 






Figure 8 : Organisation schématique des centromères régionaux des trois chromosomes de 
Schizosaccharomyces pombe, souche Sp223 (Steiner et al, 1993). 
Les différents blocs de répétitions sont indiqués par des boîtes (B et dérivé B’; J; K et dérivés 
K’ et K’’; L et dérivé L’; M) et encadrent la séquence du cœur du centromère (cc, « central 
core »). 
 
III-3 Extrémités chromosomiques 
 
Le concept de télomère est né en 1938, suite aux études de H.J. Müller sur les 
chromosomes de la drosophile. Celui-ci observa que des délétions ou des inversions induites 
par irradiation aux rayons X de l’ensemble du génome étaient quasiment indétectables dans 
les régions terminales des chromosomes. Il en conclut que les extrémités des chromosomes 
devaient posséder une structure particulière capable de stabiliser les chromosomes. À la même 
époque, B. McClintock démontra que des chromosomes du maïs ayant subi des cassures 
double brin étaient capables de fusionner entre eux, contrairement à leurs extrémités qui 
demeuraient stables. L’organisation des télomères a pu être caractérisée chez différentes 
espèces et la découverte de l’activité télomérase a été cruciale pour la compréhension de la 
réplication des extrémités des molécules d’ADN linéaire. Les cœurs chromosomiques sont 
séparés des télomères par des régions particulièrement dynamiques, les subtélomères, dont 




Les télomères sont des structures nucléoprotéiques complexes qui protègent les 
extrémités des chromosomes linéaires chez les Eucaryotes (Blackburn, 2001) ainsi que chez 
certaines Eubactéries (Kobryn et Chaconas, 2001).  
Les séquences d’ADN télomérique peuvent s’étendre sur plusieurs kilobases chez 
l’Homme (~10 kb) et certains protozoaires parasites (Scherf et al, 2001), ou sur seulement 
quelques centaines de bases chez les levures (~300 pb chez S. cerevisiae) et les Ciliés. De 
manière générale, il s’agit de courtes séquences répétées, identiques sur tous les chromosomes 
d’un même génome.  Le motif répété est toujours riche en guanine (Figure 9) : TTAGGG  
chez les mammifères et la plupart des Eucaryotes (Shore, 2001), TTGGGG  chez le Cilié 
Tetrahymena thermophila (Blackburn et al, 1978) ou  (TG)1-6TG2-3  chez les levures comme S. 
cerevisiae (Cohn et al, 1998). Le nombre de répétitions peut varier non seulement d’une 
espèce à l’autre mais aussi entre les individus d’une même espèce et entre les différents 
chromosomes d’une même cellule. En effet, les régions télomériques sont fréquemment 
soumises à des phénomènes d’élongation et de raccourcissement (Barry et al, 2003). Chez 
tous les organismes étudiés, le brin riche en guanine (G-riche) correspondant à l’extrémité 3’, 
est plus long que le brin complémentaire riche en cytosine (C-riche), créant ainsi une 
extension simple brin en 3’ du chromosome (Figure 10A). Cette extension simple brin joue 
un rôle essentiel dans la protection de l’extrémité chromosomique (de lange, 2001). 
 
L’ADN télomérique est associé directement ou indirectement à un ensemble de 
protéines, formant une structure complexe, appelée télosome (Figure 10B). Ces protéines 
reconnaissent des séquences d’ADN spécifiques et sont nécessaires à la réplication et au 








Figure 9 : Répétitions télomériques. 
A / Chez des représentants de divers eucaryotes. B/ Chez les Champignons Ascomycètes. Les 















Figure 10: Télomère humain.A / Structure primaire de l’ADN d’un télomère. B/ Structure du 
télosome. Les rôles des différentes protéines du complexe dans la protection et la régulation 
de la longueur des télomères sont commentés dans le texte. (Rhodes et al, 2003) 
 
 
III-3-1-1 Régulation de la longueur des télomères 
 
Rôle de la télomérase: 
La machinerie classique de réplication de l’ADN étant incapable de copier une 
extrémité libre (Henson et al, 2002), la réplication des télomères fait appel à une enzyme 
particulière, la télomérase. En l’absence de cette enzyme, les extrémités des chromosomes 







Figure 11: Problème posé par la réplication au niveau des extrémités chromosomiques. 
L’ADN polymérase polymérise les désoxyribonucléotides uniquement dans le sens 5’→ 3’ et 
à partir de l’extrémité 3’ libre d’une courte amorce ARN. L’élimination des amorces ARN aux 
extrémités du chromosome constitue alors une cause de raccourcissement du chromosome. 
 
La télomérase (Figures 12 A, B) est une enzyme de nature ribonucléprotéique (~1000 
kDa chez l’Homme ; Beattie et al, 2001) qui comprend deux sous-unités essentielles à son 
activité (Bachand et al, 2001b) :  
- la sous-unité catalytique TERT (« TElomerase Reverse Transcriptase »), protéine  
présentant une activité de transcriptase inverse et fortement conservée chez les organismes 
uni- et pluricellulaires (Lingner et al, 1997). 
- la sous-unité TERC (« TElomerase RNA Component), également référencée sous les 
sigles TR ou TER (Feng et al, 1995), molécule d’ARN contenant une courte séquence 






Figure 12: Représentation schématique des complexes télomériques chez Saccharomyces 
cerevisiae (A) et chez l’Homme (B). C/ Cycle d’addition des répétitions télomériques par la 
télomérase humaine. Fixée à l’extrémité du chromosome, cette transcriptase inverse 
ribonucléoprotéique ajoute un hexamère TTAGGG à l’extension simple brin de l’ADN. Une 
courte séquence de son ARN sert de matrice (« template »). Après synthèse de l’hexamère, 
l’enzyme se repositionne pour permettre un nouveau cycle d’élongation. (White L. K., et al, 
2001). 
 
Positionnée sur le télomère, l’enzyme fonctionne de manière processive en allongeant 
l’extension monocaténaire 3’ par addition de nucléotides G et T dans l’ordre déterminé par le 
site matriciel de TERC (Figure 12 C). Le brin G-riche suffisamment long redevient 
accessible au complexe de réplication pour la synthèse du brin complémentaire. 
 





Figure 13 : Modèle du commutateur binaire entre l’état « ouvert » et « fermé » du télomère 
pour le contrôle de l’élongation des télomères. Rap1 se fixe au télomère et agit comme un 
régulateur négatif de l’activité télomérase d’une façon proportionnelle à son taux de fixation. 
Lorsque le télomère se raccourcit, l’inhibition induite par Rap1 est levée et le télomère peut 
passer à l’état « ouvert », accessible à la télomérase.  
A/ En présence de Rif1 et de Rif2, seuls les télomères courts deviennent « ouverts » et seront 
allongés. B/ En l’absence de Rif1 ou de Rif2, tous les télomères adoptent l’état « ouvert » et 
peuvent alors être allongés (d’après Riou et al, 2005). 
 
Chez S. cerevisiae, la protéine RAP1 se fixe sur le télomère, permettant de recruter 
d’autres facteurs (Rif1 et Rif2) pour former le complexe majeur de régulation de la longueur 
des télomères par un rétrocontrôle négatif  de l’activité télomérasique (Hardy et al, 1992). 
Cette protéine possède deux domaines Myb de liaison à l’ADN. La télomérase allonge 
préférentiellement les télomères de petite taille qui sont sous un état dit « ouvert », les plus 
longs tendant à prendre l’état alternatif « fermé » inaccessible à l’enzyme. La régulation via 
RAP1 s’effectue de façon proportionnelle au nombre de molécules protéiques fixées (Figure 
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13). L’inhibition de la  télomérase est d’autant plus forte qu’il y a plus de molécules RAP1 sur 
un long télomère. Quand le télomère se raccourcit, le nombre de molécules RAP1 diminue et 
le télomère devient alors plus accessible à la télomérase (Marcand et al, 1997). L’absence de 
Rif1 ou Rif2 renforce cette accessibilité (Wotton et Shore, 1997). D’autres études ont montré 






Figure 14: Le facteur TIN2 est un régulateur de l’activité de la tankyrase. A/ TIN2 se fixe à 
TRF1 et le protège de l’inactivation par la tankyrase (TANK1). B/ Lorsque TIN2 est inactivé, 
l’activité poly(ADP) ribosyltransférase de TANK1 diminue l’affinité de TRF1 pour l’ADN 
télomérique double brin, ce qui empêche la fixation de POT1 au simple brin télomérique. Le 
simple brin devient alors accessible à la télomérase (Riou et al, 2005). 
 
Chez l’Homme, le rôle de RAP1 est joué par la protéine TRF1 (« Telomeric Repeat 
binding Factor 1 »), un homodimère avec un domaine Myb-like (Steensel et de Lange 1997). 
Elle recrute aussi d’autres protéines pour former un complexe de régulation (Loayza et de 
Lange 2003). TRF1 agit bien comme un régulateur négatif de la télomérase. La surexpression 
de TRF1 entraîne une diminution de la taille des télomères alors que la surexpression d’un 
dominant négatif de TRF1 entraîne une élongation des télomères (Smogorzewska et al, 2000). 
Plusieurs protéines partenaires de TRF1 ont été identifiées et sont capables d’influencer cette 
régulation négative. C’est le cas de la tankyrase 1 (TANK1), une protéine de la famille des 
poly(ADP-ribose) polymérases. La polyADP-ribosylation de TRF1 provoque l’inhibition de 
la fixation de ce facteur aux télomères (Smith et al, 1998). Dans des cellules humaines ayant 
une activité télomérasique, la surexpression de TANK1 induit bien l'élongation progressive 
des télomères (Smith et de Lange, 2000). L’activité de la tankyrase sur TRF1 est elle-même 
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régulée par le facteur TIN2 (Figure 14) (Ye et de Lange, 2004a). TIN2 contribue à 
l’accumulation de TRF1 au niveau des télomères. L’inactivation de TIN2 autorise la 
polyADP-ribosylation de TRF1 par TANK1, ce qui empêche indirectement la fixation d’une 
protéine protectrice (POT1) du simple brin télomérique qui devient alors plus accessible à la 
télomérase (Riou et al, 2005). 
 
III-3-1-2 Protection contre les  recombinaisons 
 
La présence d’une extrémité d'ADN libre dans un génome constitue un « signal 
d’alarme » pour la cellule (Van Gent et al, 2001). La détection rapide de cette anomalie 
conduit soit à sa réparation, soit à un arrêt du cycle cellulaire et parfois à l’apoptose. 
L’architecture particulière des télomères assure une séquestration des extrémités 
chromosomiques qui permet aux cellules de distinguer ces extrémités des cassures 
accidentelles pouvant survenir au sein des chromosomes, en vue de les protéger des fusions 
chromosomiques, des recombinaisons, des exonucléases et de la réparation.  
 
 
Figure 15: A/ Image en microscopie électronique d’une boucle t obtenue en présence de 
TRF2 (Griffith et al, 1999). B/ Modèle de formation d’une boucle t (« t-loop» pour « telomere 
loop »)  (Greider, 1999). Sur l’image A, la petite boucle D (« D loop » pour  « displacement 
loop »), résultant de l’insertion de l’extension simple brin, est masquée par la protéine de 
liaison spécifique. 
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Des observations en microscopie électronique chez quelques organismes, tel le Cilié 
hypotriche Oxytricha fallax, ont montré que le télomère est replié sur lui-même, formant une 
« boucle t » (« t-loop »; Murti et Prescott 1999). Cette boucle résulte de l’insertion de 
l’extrémité 3’ simple brin libre dans une portion double brin du télomère, comme illustré en 
figure 15.  
Chez l’Homme, la protéine TRF2 se liant à l’ADN double brin est essentielle à la 
protection des télomères en intervenant dans la formation des boucles t (van Steensel et al, 
1998). Comme TRF1, elle présente un domaine Myb et fonctionne comme un homodimère. 
Pour la fonction de protection, TRF2 recrute hRAP1, orthologue de la protéine RAP1 de S. 
cerevisiae. Chez S. pombe, RAP1 ne possède pas de domaine de liaison à l’ADN  et interagit 
avec la protéine Taz1p (« Telomere associated in  Schizosaccharomyces pombe »), très proche 
de la TRF2 humaine tant au niveau structural que fonctionnel (de Lange 2002). 
Une autre protéine POT1 (« Protection Of Telomere 1 ») impliquée dans la protection 
des télomères, a initialement été identifiée chez le Cilié Oxytricha nova (Baumann et Cech, 
2001). Elle se fixe à l’ADN simple brin. Cette protéine possède en effet à son extrémité N-
terminale un domaine « Oligonucleotide Binding fold » (« OB-fold ») de fixation à l’ADN 
simple brin qui lui permet de reconnaître spécifiquement TAGGGTTAG comme séquence 
minimale de reconnaissance (Figure 16). Son extrémité C-terminale présente un domaine de 
reconnaissance à un complexe associé à TRF1. Des homologues ont été retrouvés chez 
l’Homme (hPOT1 ; Lei et al, 2004) et  S. cerevisiae (CDC13 ; Theobald et Wuttke, 2004). 
Le complexe Ku jouerait un rôle important dans les interactions des télomères avec la 
matrice nucléaire (Laroche et al, 1998) et dans la stabilisation des télomères. Chez les 
mammifères, le complexe Ku fait partie d’un complexe protéique, de la famille du gène ATM, 
qui a une activité kinase ADN-dépendante. Ce complexe est normalement nécessaire à la 








             
 
 
                    
Figure 16: A/ Localisation des domaines de liaison à l’ADN simple brin et à TRF1 dans la 
protéine de protection télomérique POT1. B/ Illustration schématique montrant comment 
l’homologue humain hPOT1 (avec deux domaines « OB-fold » : OB1 et OB2) se fixe à 
l’extrémité 3’ simple brin des télomères (Lei et al, 2004). 
 
 
III-3-1-3 Regroupement des télomères dans le noyau et « effet de position » 
 
Il est connu depuis longtemps que les télomères ont tendance à se positionner à la 
périphérie du noyau, une observation qui a été nettement confirmée par la microscopie à haute 
résolution (Klein et al, 1992). De plus, les télomères se regroupent en formant plusieurs petits 
foyers (« clustering »).  
Chez S. pombe, l’attachement des télomères à la périphérie nucléaire s’effectue sous 
l’influence de la protéine Taz1. Il facilite la formation des paires de chromosomes 
homologues et par conséquent les recombinaisons par crossing-over durant la méiose (Cooper 
et al, 1998). Chez S. cerevisiae, le complexe protéique Ku est nécessaire au regroupement des 




Le phénomène de regroupement a des conséquences notables sur l’expression des 
gènes et la dynamique de ces régions chromosomiques. En effet, il induit une inhibition de 
certains gènes subtélomériques (« effet de position aux télomères »; Gottschling et al, 1990) et 
de fréquentes recombinaisons entre chromosomes hétérologues ou recombinaison ectopique 
(Barry et al, 2003).  
Il a été montré que l'introduction du gène URA3 en position subtélomérique sur des 
chromosomes de S. cerevisiae ou S. pombe entraîne une répression transcriptionnelle 
réversible de ce gène (Sandell et al, 1994). Les premières données indiquaient que plus le 
gène inséré est proche du télomère et plus le télomère est long, plus l’effet de position est fort 
(Kyrion et al, 1993). Chez S. cerevisiae, une telle inhibition a été mise en relation avec la 
localisation périphérique des télomères (Feuerbach et al, 2002). Toutefois, il n’est pas encore 
clair s’il s’agit d’un mécanisme majeur de régulation de l'expression des gènes in vivo. Une 
étude comparative de gènes « naturellement » subtélomériques chez S. cerevisiae a suggéré 
que seulement un gène de ce groupe était soumis à l'effet de position aux télomères (Vega-
Palas et al, 2000). Une autre analyse portant sur une plus grande partie du génome a fait 
conclure que seulement 16% des gènes à localisation subtélomérique peuvent subir cet effet 
(Wyrick et al, 1999).  
Deux types de répression (« silencing ») ont été distingués en fonction de 
l’intervention ou non du complexe Ku. La répression Ku-dépendante est la plus forte. Outre 
sa participation à la régulation de la longueur des télomères, Ku intervient normalement dans 
la réparation d’ADN en se dissociant des subtélomères après détection d’une coupure d’ADN 
double brin dans une autre région du génome (Martin et al, 1999). La répression Ku-
indépendante est plus encline à être levée. Les facteurs impliqués sont les protéines Sir, 
protéines inhibitrices qui se fixent aux régions subtélomériques par l'intermédiaire de Rap1 
(Figure 17). Chez Trypanosoma sp, le complexe Ku est associé au maintien de la structure 
des télomères (longueur des télomères) mais il ne semble avoir aucune influence sur 










Figure 17: Recrutement de la protéine Rap1 (ici représentée par un ovale rouge) pour 




  III-3-2-1 Organisation 
 
Situés en amont des télomères, les subtélomères sont des régions variables selon les 
organismes mais présentant toujours des blocs de séquences répétées (Mefford et Trask, 
2002). Typiquement, ils contiennent des répétitions dégénérées du télomère, d'autres types de 
répétitions et des pseudogènes. Des gènes intacts peuvent être cependant présents et 
l’importance de ces gènes a été particulièrement révélée chez un nombre conséquent de 
parasites.  
Chez l'Homme, la plupart des minisatellites sont subtélomériques. Des études de 
génomique comparative indiquent que tous les minisatellites sont probablement d’origine 
subtélomérique et que la présence de minisatellites en d’autres loci résulte de mécanismes de 
conversion (Martin et al, 2002).  
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Chez S. cerevisiae, la structure des régions subtélomériques a été bien caractérisée 
(Louis, 1995). Un « cœur » d’environ 475 pb, appelé élément X, adjacent aux répétitions 
télomériques, a été identifié sur toutes les extrémités chromosomiques. En amont de l’élément 
X, se trouvent une à quatre copies en tandem d’un élément Y’ (> 5 kb,) contenant un gène 
putatif pour une hélicase. Entre ces deux éléments, de courtes séquences répétées en nombre 
variable sont présentes dans certains subtélomères (Figure 18). 
 




   Répétitions télomériques dégénérées                   
 
 




Figure 18 : Structure des subtélomères chez S. cerevisiae, P. falciparum, Drosophila 
melanogaster et chez Homo sapiens. Les subtélomères humains présentent également des 
familles multigéniques. 
 
La présence de blocs répétés identiques dans les subtélomères de chromosomes non 
homologues est un fait commun à divers Protistes, tels Tetrahymena thermophila (Kirk et 
Blackburn, 1995), Giardia lamblia, (Arkhipova et Morrison, 2001), Plasmodium falciparum 
 39
(Scherf et al, 2001) et Trypanosoma brucei (Bringaud et al, 2002), tout comme à  la 
drosophile (Mason et Biessmann, 1995) et l’Homme (Mefford et Trask, 2002),  
 
III-3-2-2 Importance dans la recombinaison homologue 
 
La recombinaison homologue est définie comme un évènement d'échange (réciproque 
ou non) entre deux séquences similaires et faisant intervenir l'appareil enzymatique de 
recombinaison. Ces évènements peuvent avoir lieu au cours de la mitose ou au cours de la 
méiose, bien qu'ils semblent plus fréquents dans le second cas : il se produit une centaine de 
recombinaisons au cours de la première division de méiose chez S. cerevisiae (Paques et 
Haber, 1999). On distingue souvent la recombinaison allélique, caractérisée par les échanges 
qui ont lieu entre des chromosomes homologues sur les mêmes loci (c'est la recombinaison 
"classique"), et la recombinaison ectopique qui concerne tous les autres évènements de 
recombinaison (y compris ceux entre chromosomes hétérologues). 
Deux caractéristiques font des subtélomères des endroits favorables à la 
recombinaison ectopique : (1) le nombre élevé de séquences communes (séquences répétées) 
aux subtélomères des chromosomes non homologues, (2) le regroupement des télomères à la 
périphérie nucléaire.  
Le modèle aujourd'hui le plus souvent admis pour expliquer la recombinaison 
homologue, et en particulier la recombinaison durant la méiose, est celui proposé par Szotack 
et ses collaborateurs (Szostak et al, 1983). Ce modèle rend compte de l’importance de la 
conversion (échange non réciproque) et du crossing-over (échange réciproque) (Figure 19). 
L’évènement initiateur de la recombinaison est une cassure double-brin. Celle-ci va entraîner 
la dégradation (de 5' vers 3') des deux extrémités 5' libérées. Puis, les extrémités 3' saillantes 
vont envahir une séquence homologue et initier une courte synthèse. La ligature de ces néo-
brins avec les brins 5' laissés libres va produire une double jonction de Holliday. La résolution 
de cette structure mènera (ou non) à l'échange réciproque des séquences adjacentes, et la 
correction des mésappariements entre les deux jonctions de Holliday conduira (ou non) à une 
conversion. 
L’analyse des régions subtélomériques du génome de S. cerevisiae a mis en évidence 
une forte recombinaison ectopique (Britten 1998). Un tel mécanisme appliqué à des séquences 
codantes pourrait être responsable d’une forte diversification des gènes. Cette hypothèse a 
conduit à de nombreuses spéculations sur une possible contribution de la recombinaison 
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ectopique à l'énorme diversité des gènes OR (« Olfactory Receptor »), qui forment la plus 




Figure 19: Modèle de recombinaison méiotique. 
Deux chromosomes sont représentés avec des couleurs différentes. Les extrémités 5’ et les 
séquences synthétisées sont respectivement symbolisées par des boules et des traits moins 
épais. Les tirets verticaux délimitent les jonctions de Holliday. 
Dans ce modèle, l’évènement déclenchant la recombinaison méiotique est une cassure 
double-brin (2). Cette cassure entraîne la dégradation 5’->3’ des extrémités libres (3), puis 
l’envahissement de la séquence homologue par les extrémités 3’ libres (4). Une courte 
synthèse (5) mène à deux jonctions de Holliday (6), dont la résolution donne quatre produits 
possibles (dont deux avec crossing-over)  
 
La comparaison des taux de recombinaison entre séquences subtélomériques et 
séquences interstitielles chez S. cerevisiae a montré que les taux de recombinaisons ectopique 
et allélique, au cours de la mitose, sont comparables, soit : 2.10−6 événements / cellule / 
génération (Louis et Haber 1990). Par contre, lors de la méiose, où la recombinaison est 
fortement influencée par le locus, la recombinaison réciproque entre les régions 
subtélomériques est réellement diminuée chez S. cerevisiae, à  l'inverse de ce qui est observé 
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chez les cellules humaines et chez Plasmodium (Freitas et al, 2000). La recombinaison 
ectopique au niveau des éléments Y’ (une famille de répétitions subtélomériques en nombre 
variable selon les souches de S. cerevisiae), semble être cependant limitée aux interactions 
avec d'autres éléments Y’, des phénomènes d'échange ou de conversion avec des régions 
interstitielles n'ayant pas été détectés (Louis et al, 1994). Il apparaît, donc, que les régions 
subtélomériques de cette levure ont une propension à recombiner de façon ectopique avec 
d'autres éléments Y’ entre chromosomes non homologues. Contrairement à la diversification 
fréquemment considérée pour les gènes subtélomériques d’autres organismes, il y a chez 
Saccharomyces une réelle homogénéisation des subtélomères, homogénéisation qui ne se 
produit pas dans les autres régions du génome.  
La recombinaison ectopique des subtélomères permet la réparation des extrémités 
endommagées mais elle permet également l’échange de séquences. Ainsi, de par leur 
plasticité, les subtélomères pourraient servir de plateforme à de nouveaux gènes, et donc 
constituer des lieux de diversification plus rapide. Par exemple, le transfert de séquences entre 
des gènes paralogues peut créer de nouvelles combinaisons de séquences, variantes 
éventuellement avantageuses. Des gènes subtélomériques ont effectivement été mis en 
relation avec des processus d’adaptation chez différents organismes (Barry et al, 2003).  
Cette plasticité des régions subtélomériques est à l’origine de divers évènements sous-
jacents au polymorphisme. Chez P. falciparum la présence de répétitions dans le subtélomère 
pourrait faciliter l’appariement non seulement de chromosomes homologues, mais aussi 
d’hétérologues, favorisant tant les recombinaisons méiotiques (Hinterberg et al, 1994) que 
mitotiques (Lanzer et al, 1994a). Les régions subtélomériques sont le siège de cassures 
double-brin  qui constituent une cause majeure de variabilité de taille chromosomique. Elles 
sont très fréquentes chez P. falciparum et concernent vraisemblablement tous ses 
chromosomes (Lanzer et al, 1994a). La fréquence des cassures dans le gène Pf11-1, pendant 
les mitoses du cycle érythrocytaire du parasite, a été estimée entre 0,03 et 0,15 %  (Scherf et 
al, 1992). 
 
IV- Les petits génomes nucléaires chez les Eucaryotes unicellulaires 
 Qu’il s’agisse de Protistes ou de Champignons microscopiques, les Eucaryotes 
unicellulaires présentent souvent un petit génome, la valeur haploïde se situant entre quelques 
mégabases et une centaine de Mb. Outre les organismes modèles, différents parasites ont été 
préférentiellement retenu dans les projets de séquençage. Avant de fournir un aperçu de la 
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diversité génomique, les techniques de cartographie utiles au séquençage systématique et aux 
analyses comparatives méritent d’être évoquées. 
 
IV-1 Séquençage systématique et nécessité de la cartographie 
L’analyse d’un génome peut se faire à diverses échelles de taille, depuis l’observation 
en microscopie photonique d’un étalement de chromosomes métaphasiques (résolution de 
plusieurs Mb) jusqu’au stade ultime de détermination de la séquence nucléotidique, soit par 
dégradation chimique (Maxam et Gilbert, 1977), soit par utilisation de terminateurs de 
biosynthèse (Sanger et al, 1977). Par la suite, l’automatisation et la robotisation des 
différentes étapes, depuis la préparation de l’échantillon jusqu’à l’acquisition et l’analyse 
informatique des données (Cathcart, 1990), ont permis d’accélérer la détermination des 
séquences d’ADN. Toutefois, la longueur de la séquence dérivée de chaque réaction est 
limitée à environ 1000 pb. Une stratégie de clonage et d’ordonnancement de différents 
fragments se chevauchant partiellement est donc requise pour la reconstitution d’une séquence 
complète. Cet assemblage peut s’effectuer au moyen d’outils informatiques. Les principaux 
obstacles à l’assemblage sont représentés par la multiplicité des chromosomes et celle des 
régions répétées dans les génomes complexes, en l’absence d’informations génétiques et/ou 
physiques sur l’organisation des chromosomes. Il est donc nécessaire de baliser les 
chromosomes avec des marqueurs ordonnés et construire ainsi des cartes génomiques.  
Différents types de cartes sont produits avec des unités de mesure, des marqueurs et 
des niveaux de résolution différents. Elles sont donc complémentaires et souvent 
conjointement utilisés pour le repérage des gènes d’intérêt. 
● La création de cartes génétiques est basée sur l’analyse des fréquences de 
recombinaison au cours de la meïose (cartographie meïotique) grâce à des effets 
phénotypiques déterminables. Les marqueurs phénotypiques sont ordonnés par analyse de leur 
ségrégation au cours des générations. L’unité de mesure est le centimorgan.  
● Des marqueurs moléculaires sont utilisés de façon à augmenter la résolution des 
cartes génétiques. Ces marqueurs, lorsqu’ils présentent une hétérozygotie, sont analysés 
comme des marqueurs phénotypiques classiques. Ils peuvent ainsi révéler des 
polymorphismes: 
- de la longueur des fragments de restriction : marqueurs RFLP pour « Restriction 
Fragment Length Polymorphism » (Botstein et al, 1980).  
- du nombre de répétitions dans les minisatellites : marqueurs VNTR pour « Variable 
Number of Tandem Repeats » (Nakamura et al, 1987).  
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- de la longueur des microsatellites : marqueurs SSLP pour « Simple Sequence Length 
Polymorphism » (Su et Wellems, 1996).  
-de la longueur de séquences amplifiées au hasard : (RAPD pour « Rapid Amplified 
Polymorphic DNA »). 
● La cytogénétique reste une technique d’analyse principalement appliquée aux 
génomes d’Eucaryotes supérieurs. 
 
Cartographie physique  
Les cartes dites physiques impliquent des marqueurs correspondant à des segments 
d’ADN chromosomique et l’évaluation des distances réelles entre ces marqueurs. Ces cartes 
sont d’un très grand intérêt, aussi bien dans le contexte du séquençage systématique que pour 
des objectifs de génomique comparative. 
 
IV-1-1 Cartographie par électrophorèse à champs pulsés  
 
Certaines techniques d’électrophorèse en gel d’agarose, apparues dans les années 1980 
permettent la séparation de molécules d’ADN de haut poids moléculaire. Aujourd’hui, les 
plus utilisées, FIGE (« Field Inversion Gel Electrophoresis ») et CHEF (« Contour-clamped 
Homogeneous Electric Field »), dérivent du procédé original de Schwartz et Cantor (1984), 
abrégé PFGGE (« Pulsed Field Gradient Gel Electrophoresis ») ou PFGE. Elles reposent sur 
l’alternance de champs électriques dans des directions différentes, ce qui entraîne des phases 
de réorientation et de relaxation des molécules d’ADN. Le suivi du comportement d’une 
molécule d’ADN est montré sur la Figure 20A.  
La technique FIGE implique l’inversion périodique du champ électrique, les deux 
électrodes ayant les positions opposées usuelles (Carle et al, 1986). Plus répandue, la 
technique CHEF  assure un champ électrique homogène sur toute la surface du gel, et 
l’alternance de ce champ s’effectue selon un angle de 120° grâce à un ensemble de 22 à 36 
électrodes réparties sur un support hexagonal (Chu et al, 1986) (Figure 20B). Cette seconde 
technique est préférentiellement utilisée pour séparer les grandes molécules d’ADN, jusqu’à 
10 Mb (Bustamante et al, 1993). Au-delà, des phénomènes de rétention dans l’agarose sont 
observés, et leur incidence sur la résolution est d’autant plus néfaste que le voltage et la 
concentration d’agarose sont élevés (Gurrieri et al, 1999).  
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Figure 20: A/ Comportement d’une molécule d’ADN de 164 kb en FIGE. La molécule, 
colorée avec le composé YOYO-1, a été filmée au cours de sa migration. Elle présente une 
alternance de phases de compaction et d’élongation. Le moment de la prise de vue est indiqué 
en bas et à gauche de chaque image (Gurrieri et al, 1996). B/ Schémas  illustrant  deux types 
de systèmes PFGE. Le type FIGE permet l’inversion régulière du champ électrique entre 
deux électrodes parallèles. Dans le type CHEF, l’activation séquentielle de multiples 
electrodes arrangées hexagonalement permet une alternance de champs électriques formant 
entre eux un angle de 120°. 
 
Les techniques PFGE, associées au procédé préservant l’intégrité de l’ADN (inclusion 
de cellules entières dans l’agarose à faible point de fusion avant digestion protéolytique) 
permettent la séparation de bandes représentatives des molécules d’ADN chromosomiques de 
différentes tailles. Le profil électrophorétique est alors appelé caryotype moléculaire, ce qui 
sous-entend la correspondance « une bande - un chromosome ». Cette correspondance a été 
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maintes fois vérifiée chez S. cerevisiae dont les 16 chromosomes sont couramment utilisés 
comme marqueurs de taille en PFGE. La taille du génome haploïde peut alors être calculée à 
partir de la somme des tailles des ADN chromosomiques. Chez Plasmodium falciparum, la 
microscopie électronique a permis de déterminer 14 chromosomes en comptant le nombre de 
kinétochores (Prensier et Slomianny, 1986) correspondant bien au nombre de bandes obtenues 
par PFGE (Kemp et al, 1987). Toutefois, en l’absence de données cytologiques sur le jeu de 
chromosomes de l’organisme étudié,  la prudence s’impose dans l’interprétation du profil 
PFGE. En effet, deux chromosomes homologues peuvent former deux bandes distinctes s’ils 
sont de taille différente, de même que deux chromosomes hétérologues peuvent comigrer s’ils 
sont de taille identique. Un moyen de s’affranchir de ces problèmes est de réaliser des 
hybridations avec multiples sondes issues du génome considéré, afin de définir les groupes de 
liaison. Des incertitudes peuvent néanmoins persister pour des organismes au degré de ploïdie 
inconnu et/ou présentant un grand nombre de chromosomes. 
 




Figure 21: Principe de la cartographie en 2D-PFGE. 
 
 
Des compléments d’information peuvent être apportés après digestion des 
chromosomes par une enzyme de restriction à rares sites de coupure (McCelland et al, 1987). 
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Par exemple, pour les génomes riches en adénine et en thymine, on préfèrera des enzymes 
dont le site de reconnaissance à 6 pb est riche en guanine et cytosine (e.g. BssHII, BglI, SmaI 
etc…). Les fragments de restriction sont séparés dans une 2e dimension, orthogonale à la 
première (Figure 21). Chaque chromosome présentant un profil de restriction qui lui est 
propre, la composition complexe de certaines bandes électrophorétiques peut être mieux 
évaluée en termes de chromosomes homologues et hétérologues (Brugère et al, 2000).   
 
IV-1-2 Fragmentation aléatoire et agencement clonal 
 
Après fragmentation aléatoire du génome, les liens entre les différents fragments sont 
fréquemment recherchés au moyen de la technique d’agencement clonal, encore appelée 
ordonnancement de banque (Daniels et Blattner, 1987). 
 La fragmentation aléatoire est principalement effectuée grâce à des enzymes de 
restriction à haute fréquence de reconnaissance (par exemple, Sau3AI ou MboI reconnaissant 
un site de 4 pb), utilisées dans des conditions de digestion partielle. La taille des fragments de 
restriction est choisie selon la capacité des vecteurs, eux-mêmes choisis selon les besoins de la 
carte. Les vecteurs les plus simples et les plus anciennement décrits sont des dérivés du phage 
λ et des cosmides, avec une taille d’insert de 15 à 45 kb. D’autres vecteurs issus du squelette 
du chromosome artificiel de levure ou YAC (Murray et Szostack, 1983), permettent le 
clonage de fragments génomiques de 100 à 1000 kb (Burke DT., 1991). Cependant, de 
nombreux réarrangements, notamment l’apparition de clones chimères (par échange avec le 
génome « hôte » de S. cerevisiae) peuvent être des handicaps dans l’utilisation des YAC, sans 
compter les difficultés de purification. Ce sont finalement certains vecteurs bactériens, à 
faible nombre de copies et de capacité plus faible que les YAC, qui sont actuellement préférés 
pour l’établissement des banques génomiques à ordonner. Ceux-ci sont dérivés soit du facteur 
F de Escherichia coli (vecteurs BAC, « Bacterial Artificial Chromosome », d’une capacité de 
l’ordre de 350 kb, Shiyuza et al, 1992), soit du phage P1 (vecteurs PAC, « P1-derived 
bacterial Artificial Chromosome », d’une capacité de l’ordre de 100 kb, Sternberg, 1990). 
 L’agencement s’opère par recherche d’homologies de séquences entre les différents 
clones, soit par hybridation, soit par comparaison d’ « empreintes » de chaque clone. Afin de 
réduire le nombre de « trous » dans le génome réorganisé, il est nécessaire d’effectuer ces 
analyses sur un nombre de clones supérieur à celui déduit par simple division de la taille du 
génome par la taille moyenne des inserts. Six à huit équivalents de génome seraient 
 47
nécessaires pour construire une carte de contigs (Riles et al, 1993). Aujourd’hui, plusieurs 
étapes sont automatisées et la réorganisation assistée par voie informatique. 
 
IV-2 Exemples de petits génomes  
 
IV-2-1 Chez les Protistes 
 
- Apicomplexes 
Ces parasites de divers animaux se présentent sous un état haploïde pendant la majeure 
partie de leur cycle biologique, le seul stade diploïde étant le zygote issu de la fusion de deux 
gamètes, chez l’hôte définitif (Cornelissen et al, 1984). 
Chez Toxoplasma gondii, le génome nucléaire est relativement grand, soit 87 Mb, 
(Ajioka et al, 2001) réparti sur 11 chromosomes entre 2 et plus de 6 Mb (Sibley et Boothroyd, 
1992). Des variations de taille des chromosomes III et V ont été mises en évidence entre 
différents isolats de l’espèce au cours de cette étude. Le génome de l’agent de la malaria, 
Plasmodium falciparum, est remarquable par sa grande richesse en AT : 82%  (Weber, 1987). 
Sa séquence complète représente 23 Mb pour un total de 14 chromosomes entre 650 kb et 3,5 
Mb (Gardner et al, 2002).  
D’autres apicomplexes ont un génome plus compact avec un nombre moindre de 
chromosomes : 9,1 Mb pour 8 chromosomes chez Cryptosporidium parvum (Abrahamsen et 
al, 2004), 8,3 Mb  pour 4 chromosomes chez Theileria parva  (Gardner et al, 2005) et 
seulement 5,2 Mb pour 3 chromosomes chez Babesia microti. 
 
- Kinétoplastidés 
Parmi les Flagellés Kinétoplastidés parasites, les leishmanies et les trypanosomes sont 
particulièrement connus. Les leishmanies présentent des caryotypes très polymorphes, 
fournissant des évaluations de taille de génome haploïde entre 26 et 67 Mb selon l’espèce 
considérée (Bastien et al, 1992). Chez Leishmania major (souche Friedlin), 36 chromosomes 
entre 260 kb et 2,8 Mb constituent un génome de ~ 33 Mb (Ivens et al, 2005). Les leishmanies 
sont généralement considérées comme étant des organismes diploïdes, même si les données 
actuellement disponibles sont insuffisantes pour l’affirmer de façon catégorique (Bastien et al, 
1992).  
Dans le cas des trypanosomes, la complexité des caryotypes moléculaires a amené à 
distinguer trois catégories de taille des chromosomes: les chromosomes « mégabases » (1-6 
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Mb) qui sont au nombre de 11, les chromosomes « intermédiaires » (200-800 kb) en nombre 
variable, et les « minichromosomes » (50-150 kb) présents en une centaine de copies par 
génome (El sayed et al, 2000). Si la diploïdie pour les chromosomes mégabases a été 
démontrée (Melville et al, 2000), celle pour les chromosomes intermédiaires reste incertaine. 
Les minichromosomes, constitués à 90 % de séquences de 177 pb répétées en tandem, 
formeraient un lot aneuploïde (van der Ploeg et al, 1989). Chez le trypanosome africain 
(Trypanosoma brucei), la taille d’un équivalent de génome haploïde serait proche de 35 Mb. 
Le séquençage complet du lot de chromosomes mégabases a fourni un total de 26 Mb 
(Berriman et al, 2005). Avec 62 Mb, Leptomonas collosoma montre actuellement le plus 
grand génome parmi les Trypanosomatidés étudiés (Beja et al, 1994). L’analyse de la 
distribution de certains gènes (gènes d’ARN SL, U6, 5S, 7SL ; ADNr ; gènes de HSP83 et α-
tubuline) suggère un noyau diploïde. 
 
- Diplomonadines et Trichomonadines 
Dans le groupe des Flagellés Diplomonadida, organismes caractérisés par une 
symétrie axiale et un état binucléé, Giardia intestinalis (ou lamblia) est l’espèce la plus 
étudiée. Son génome haploïde, évalué à 12 Mb, correspond à 5 chromosomes entre 1,5 et 3,8 
Mb (Adam, 2000). La forme trophozoïte renferme deux noyaux identiques ; la forme kystique 
en possède le plus souvent quatre (Adam, 1991). Ces noyaux sont polyploïdes (au moins 4n).  
Pour ce qui concerne les Trichomonadida, un premier caryotypage de Trichomonas 
vaginalis avec la technique CHEF avait révélé 6 bandes chromosomiques : 5 bandes entre 1,1 
et 5,7 Mb et une bande à seulement 75 kb (Lehker et Alderete, 1999). Toutefois, le nombre 
réel de chromosomes hétérologues est probablement plus important. Une récente cartographie 
de ce génome, par restriction des molécules d’ADN dépassant 2 Mb, a fait suggérer une 
valeur haploïde plutôt surprenante : 180 Mb ! (Upcroft et al, 2006). Le séquençage qui est en 
cours (http://www.tigr.org/tdb/e2k1/tvg/) devrait fournir plus de précisions. 
 
- Entamoeba histolytica 
Chez l’amibe dysentérique, l’absence de condensation visible des chromosomes au 
cours du cycle de développement, la méconnaissance de la ploïdie et la variabilité intra-
spécifique de la taille des chromosomes homologues, rendent difficile la détermination du 
nombre exact de chromosomes. Le polymorphisme de taille chromosomique serait 
principalement lié à l’expansion-condensation des séquences répétées subtélomériques 
(Melville et al, 2000). Quatorze groupes de liaison ont été définis à partir de caryotypes 
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électrophorétiques montrant 31-35 bandes entre 0,3 et 2,2 Mb (Willhoeft et Tannich, 1999). 
Le séquençage du génome d’E. histolytica, a été réalisé au moyen de la technique « shotgun » 
et indique une valeur haploïde de 24 Mb (Loftus et al, 2005). 
 
 




Les levures Hémiascomycètes ont un génome très compact, avec une taille 
généralement inférieure à 20 Mb. Les souches de certaines espèces, notamment 
Saccharomyces cerevisiae, présentent la particularité de pouvoir se maintenir de façon stable 
aussi bien à l’état diploïde qu’haploïde. L’analyse de la séquence du génome de S. cerevisiae, 
souche S288C (12,5 Mb ; 16 chromosomes entre 230 kb et 1,5 Mb) a révélé un niveau de 
redondance des ORFs s’élevant à 28 % (Goffeau et al, 1996). Pour justifier une telle 
redondance génique, certains auteurs ont avancé l’hypothèse d’une duplication ancestrale du 
génome entier (Wolfe et al, 1997).  
De la comparaison des séquences génomiques complètes ou partielles de 13 espèces 
différentes, il ressort clairement que les duplications et les délétions de segments 
chromosomiques plus ou moins longs ont constitué un élément moteur important de 
l’évolution des Hémiascomycètes (Dujon et al, 2004). Le génome de l’espèce marine 
Debaryomyces hanseni (12,2 Mb ; 7 chromosomes entre 1,25 et 2,33 Mb) présente le plus 
haut degré de redondance (49%) avec une très grande fréquence de gènes dupliqués en 
tandem. La plus divergente des 13 espèces étudiées est Yarrowia lipolytica qui détient aussi le 
plus « grand » génome, soit 20, 5 Mb réparti entre 6 chromosomes.  
Le pathogène humain Candida albicans étant complètement dépourvu de forme 
haploïde, le séquençage de son génome a été effectué par shotgun chez une souche diploïde et 
hétérozygote (Jones et al, 2004). La valeur haploïde atteint 14,85 Mb pour un lot de 8 
chromosomes entre 1 et 3 Mb. L’hétérozygotie est marquée par plus de 62 000 
polymorphismes, principalement des substitutions uniques. Onze régions hautement 
polymorphes ont été identifiées, la plus longue s’étendant sur ~ 9 kb au niveau du locus MTL 




 Appartenant au groupe des Archiascomycètes, la levure Schizosaccharomyces pombe 
a fait largement pendant à S. cerevisiae de par l’abondance des analyses génétiques et s’est 
révélé précieuse comme modèle d’étude du cycle cellulaire. Trois grands chromosomes (3,5, 
4,6 et 5,7 Mb) constituent son génome haploïde de 13,8 Mb, dont le séquençage a été achevé 
huit ans après celui de S. cerevisiae (Wood et al, 2002). Le nombre total de gènes potentiels 
codant les protéines s’est révélé plus faible que chez S. cerevisiae, 43% de ces gènes 
contenant des introns. Une étude phylogénétique a montré que des duplications géniques ont 
eu lieu indépendamment dans les mêmes familles conservées de S. pombe et S. cerevisiae 
(Hughes et Friedman, 2003). L’évolution parallèle par duplication de gènes apparaît donc 
importante pour justifier l’origine des adaptations communes aux différentes lignées 
d’Ascomycètes. 
Initialement placé parmi les Protistes, le parasite unicellulaire Pneumocystis carinii 
responsable d’une grave pneumonie chez les personnes immunodéprimées, est en fait un 
Ascomycète atypique. Il s’agit d’une entité particulièrement hétérogène, subdivisée en 
multiples « formae speciales » (P. carinii f. sp. carinii, f.sp. ratti, f.sp. hominis, etc…). Une 
grande diversité caryotypique a été mise en évidence (Hong et al, 1990). Certaines études ont 
fait considérer un noyau haploïde (~7 Mb) (Wyder et al, 1998). Toutefois, l’hypothèse de la 
diploïdie ne peut pas être actuellement rejetée, au vu des résultats d’analyse par 2D-PFGE du 
génome de P. carinii f.sp. carinii révélant la présence d’homologues pour au moins deux 
chromosomes (Cornillot et al, 2002). Cette dernière cartographie montre un lot de 17 
chromosomes différents (entre 315 et 690 kb), l’estimation de la valeur haploïde devenant 8,4 
Mb. Il n’en demeure pas moins vrai que ce génome est significativement plus petit que celui 
de toutes les levures précitées. 
En fait, c’est dans le groupe des Microsporidia, autre exemple d’organismes 
nouvellement assignés au règne des Fungi, qu’on trouve les génomes nucléaires les plus 
réduits (moins de 3 Mb chez des espèces du genre Encephalitozoon). Nos travaux se 
rapportant aux microsporidies, les génomes de ces parasites seront commentés plus en détails 
dans un chapitre spécifique. 
 
IV-2-3 Chez Dictyostelium discoideum (Mycetozoa) 
 
Dictyostelium discoideum est un membre très étudié du groupe des Mycétozoaires ou 
Myxomycètes dont la position taxinomique a fluctué entre protistes, champignons et animaux, 
en raison d’un cycle montrant une évolution vers la pluricellularité. Chez les Dictyostélidés, 
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cette pluricellularité est atteinte par agrégation de cellules initialement isolées sous forme 
amibe, sans passage par un syncitium plurinucléé.  
Le génome de D. discoideum est haploïde, très riche en AT (~ 78%) et réparti sur 6 
chromosomes dont les tailles varient entre 4 et 7 Mb, soit au total 34 Mb (Eichinger et al, 
2005). L’ADNr présente la particularité d’être sous forme d’un élément extrachromosomique 
(90 kb) à raison de 90 copies par noyau (Firtel et al, 1976). Le séquençage du génome a révélé 
que les extrémités de chaque chromosome portent des copies partielles de cet élément 
d’ADNr (Eichinger et al, 2005). Les séquences des protéines codées sont riches en longs 
motifs répétés. Les analyses phylogénétiques ont confirmé l’appartenance au super–groupe 
des Amoebozoa, plus proche des Opisthokonta (Animaux + Champignons) que des Plantes.  
 
Soulignons finalement que, chez les protozoaires parasites, les comparaisons d’isolats 
d’une même espèce, issus d’aires géographiques ou d’hôtes différents, ont permis de mettre 
en évidence une importante variabilité de la taille des chromosomes. Ce polymorphisme 
n’épargne même pas le génome de 2,9 Mb chez la microsporidie Encephalitozoon cuniculi 
(Biderre et al, 1999b). La plasticité du génome nucléaire est si fréquente que certains auteurs 
l’ont corrélée aux adaptations caractérisant le mode de vie parasitaire (Lanzer et al, 1995). En 
fait, dans les taxons où co-existent des espèces libres et parasites, comme c’est le cas chez les 
Ascomycètes, la variabilité caryotypique est la règle générale (Rustchenko et al, 1993). Il est 
assez remarquable que quelques mois de culture dans un milieu usuel ont été suffisants pour 
que 4 des 7 isolements d’une même souche de S. cerevisiae présentent un ou plusieurs 
changements de taille chromosomique (Miklos et al, 1997).  
 
V- Familles multigéniques impliquées dans la variation antigénique chez les 
parasites 
 Pour se protéger de l'élimination par le système immunitaire de son hôte, un micro-
organisme pathogène peut avoir recours à l'expression séquentielle de différentes versions 
d'une protéine de surface antigénique, ces variants étant codés par une famille multigénique. 
Ce phénomène dit de variation antigénique a été bien analysé chez certaines bactéries, par 
exemple chez le spirochète Borrelia hermsii où l’expression d’une lipoprotéine de surface 
dépend de multiples gènes localisés vers les extrémités des plasmides  linéaires (Dai et al, 
2006). Chez les Eucaryotes, les régions subtélomériques des chromosomes linéaires sont 
riches en familles multigéniques dont certaines ont été clairement mises en relation avec la 
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variation antigénique. Les antigènes de surface correspondants sont de nature glycoprotéique 
et jouent parfois un rôle majeur dans les processus d’adhérence. Nous décrivons ci-dessous 
quelques familles multigéniques impliquées dans la pathogénie des parasites eucaryotes. Les 
différents modes de régulation de leur expression seront ensuite examinés. 
 
V-1 Exemples de familles multigéniques 
 
V.1.1. Famille var chez Plasmodium falciparum 
 
Le cycle des parasites apicomplexes du genre Plasmodium, responsables de la malaria 
(ou paludisme), présente une phase d’invasion des érythrocytes (Figure 22), au cours de 
laquelle la famille de gènes var joue un rôle déterminant dans le maintien de la parasitémie. 
La protéine codée par un gène var (entre 200 et 350 kDa, Howard et al, 1983) est dite 
PfEMP1 (« Plasmodium falciparum Erythrocyte Membrane Protein 1 ») car sa sécrétion est 
caractérisée par la traversée de la membrane de la vacuole parasitophore puis l’exportation 
vers la membrane du globule rouge infecté. Elle est ensuite impliquée dans un phénomène de 
cytoadhérence au niveau des capillaires sanguins, qui mène à la séquestration des hématies et 
l’obstruction des vaisseaux (Kyes et al, 2001). Les cellules parasitées évitent ainsi le passage 
par la rate où elles seraient identifiées puis détruites (Miller et al, 1994). L’importance de la 
séquestration dans certains organes justifie des formes très graves du paludisme, telles que la 
forme cérébrale (neuropaludisme) et la forme placentaire (paludisme gestationnel).  
Un seul variant PfEMP1 est exprimé dans une cellule individuelle. Le changement 
d’antigène peut s’accompagner d’un soudain changement de virulence (Staalsoe et al, 2002). 
Le taux de commutation par génération a été estimé à 2% mais, au cours de la phase initiale 
des infections aigues, ce taux pourrait atteindre 18% (Gatton et al, 2003). Après insertion dans 
la membrane érythrocytaire, PfEMP1 peut interagir avec différentes glycoprotéines de 
l’endothélium vasculaire (Berendt et al, 1990). La plupart des variants sont capables de se lier 
à la partie « tête » de la molécule du récepteur CD36.  
L’annotation du génome de P. falciparum a permis de mieux préciser le répertoire de 
gènes var. Ainsi, chez la souche de référence 3D7, 59 gènes var intacts co-existent avec des 
fragments de gènes et des pseudogènes (Gardner et al, 2002). Des groupes de gènes 
(« clusters ») répétés en tandem sont localisés dans les régions internes de plusieurs   
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 Figure 22: Cycle de développement de Plasmodium sp. 
 
chromosomes. D’autres gènes sont associés aux régions subtélomériques de la plupart des 
chromosomes, à raison de 1-3 copies par subtélomère (Figure 23B). 
Tous les gènes var ont la même structure de base, à savoir deux exons séparés par un 
intron conservé (Figure 23A) :  
- le premier exon code la partie extracellulaire de la protéine et un domaine 
transmembranaire simple. La séquence de la partie extracellulaire est hypervariable mais 
présente des domaines faiblement similaires au domaine de liaison « Duffy » de l’antigène de 
surface identifié chez P. knowlesi et P. vivax (Adams et al, 1992), d’où l’appellation domaines 
DBL (« Duffy Binding-Like ») (Su et al, 1995). La variabilité de l’exon 1 est à l’origine des 
différences d’affinité de liaison et d’antigénicité entre les variants. 
 54
- le second exon code une région fortement chargée qui servirait d’ancrage à la 
protéine au niveau des petites protubérances (« knobs ») de la surface érythrocytaire, 
impliquées dans la séquestration (Figure 24). Contrairement à l’exon 1, l'exon 2 est fortement 
conservé au sein de la famille (Su et al, 1995).  
 
           
 
 
Figure 23: Structure et arrangement des gènes var. A/ Structure classique d’un gène var. Les 
flèches marquent les promoteurs. L’exon 1 code pour plusieurs domaines DBL. L’exon2, 
région la plus conservée, code pour un segment terminal acide. B/ Disposition des gènes var 
à l’intérieur du génome. Des clusters de gènes var avec un promoteur de type UpsC ont 
souvent une localisation interne tandis que ceux avec des promoteurs de type UpsA ou UpsB 
sont typiquement subtélomériques (Frank et al, 2006).  
 
La plupart des protéines codées possèdent également une région riche en cystéine 
(CIDR pour « Cystein-rich Inter-Domain Region ») qui, avec les domaines DBL, contribuent 
à la cytoadhérence des cellules infectées aux molécules de surface de l’endothélium 
vasculaire (Baruch, 1999). La sécrétion de Pfemp1 et de certaines autres protéines à travers la 
membrane de la vacuole parasitophore a pu être corrélée à une séquence-signal particulière, 
ce qui indique une reconnaissance par un système récepteur-transporteur (Marti et al, 2004).  
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Figure 24 : A/ « Knobs » (k) à la surface d’une hématie parasitée par Plasmodium 
falciparum, observée en microscopie électronique à balayage. B/ Localisation 
immunocytochimique à l’or colloïdal de la protéine PfEMP1. La surface de l’hématie 
parasitée est marquée au niveau des « knobs » (flèches)(Horrocks et al, 2005) 
 
 
V.1.2. Famille vsg chez Trypanosoma brucei  
 
Les études sur les protéines de surface des trypanosomes africains ont été dominées par 
les deux familles suivantes:  
- les VSG (« Variant Surface Glycoprotein ») chez la forme « bloodstream » ou 
« sanguine » qui vit dans le système circulatoire de l’hôte, 
- les procyclines ou PARP (« Procyclic Acidic Repetitive Protein ») chez la forme 
« insecte » ou « procyclique » qui se développe dans le tube digestif de l’insecte vecteur, 
la mouche tsé-tsé ou glossine (Figure 25).  
Ces deux types de glycoprotéines, spécifiques de stades de développement, couvrent la 
surface entière du trypanosome. Le manteau de VSG est acquis quand les parasites ont 
terminé leur maturation dans les glandes salivaires du vecteur, c’est-à-dire pendant la phase 
métacyclique. Il persiste durant toute la période de développement dans la circulation 
sanguine de l’hôte-mammifère, puis il est remplacé par un manteau de procyclines quand les 
trypanosomes ingérés par la glossine se différencient en formes procycliques. 
La séquence presque complète du génome de T. brucei révèle la présence d’environ 
1700 copies de gènes vsg dont la plupart sont des pseudogènes (Berriman et al, 2005) 
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(http://www.genedb.org/genedb/tryp). La grande majorité de ces copies sont groupés en 





Figure 25: Représentation schématique des étapes importantes du cycle de vie de 
Trypanosoma brucei. Le cycle est une alternance d’étapes de prolifération (+) et de 
quiescence (-). L’antigène de surface (VSG ou procycline) est indiqué pour quatre formes 
parasitaires principales. Ce schéma très simplifié ne rend pas compte des formes  
intermédiaires. 
 
télomères (position dite télomérique), en particulier sur les minichromosomes d'environ 50-
150 kb, mais également à l'extrémité des chromosomes mégabases (Rudenko et al, 1998). 
Pour certains auteurs, la fonction des minichromosomes, au nombre de 100 environ, serait de 
fournir au parasite un important réservoir de vsg. Pour être exprimé, le gène doit se trouver 
dans un locus particulier, appelé site d’expression. Ce locus, d’une taille de 50 kb, est 
polycistronique et occupe une position télomérique sur les chromosomes mégabases (Pays et 
al, 2001) (Figure 26). Au total, il existe environ 15 sites fonctionnels par génome (Becker et 
al, 2004). 
La protéine VSG, d’environ 60 kDa, se compose d'un domaine N-terminal de 350 à 
400 aa et d’un domaine C-terminal de 50 à 100 aa. Elle est accrochée à la membrane 
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plasmique par une ancre GPI (glysosyl-phosphatidylinositol), près de l’extrémité C-terminale 
et contenant deux résidus d’acide myristique. Les molécules s'associent en dimères qui 
adoptent une configuration perpendiculaire à la surface cellulaire, due au repliement du 
domaine N-terminal en deux longues hélices α antiparallèles séparées par un coude (Blum et 
al, 1993). La comparaison des séquences VSG provenant de différents isolats  révèle une 
importante variabilité du domaine N-terminal. Par contre, le domaine C-terminal est 
relativement conservé, particulièrement autour des résidus cystéine qui forment des ponts 
disulfure. Toutes les VSG décrites sont N-glycosylées au niveau de ce dernier domaine. Les 




Figure 26: Représentation schématique de  sites d’expression de vsg (Pays et al, 2001). Chez 
les  formes sanguines, les sites usuels (B-ES) sont des unités polycistroniques contenant un 
seul vsg (en rouge) et plusieurs ESAG (« Expression Site Associated Genes ») (en bleu et 
numérotés). Toujours situé en fin d’ES, le vsg est bordé en aval des répétitions télomériques 
et en amont de répétitions de 70 bp. L’ES est bordé en amont par des répétitions de 50 bp. 
Les éléments entre parenthèses ne sont pas toujours présents. Le variant R-ES est moins long 
et caractérisé par un gène SRA («serum-resistance-associated »), impliqué dans la résistance 
à la lyse par le sérum humain. Chez la forme métacyclique, les sites d’expression (M-ES) sont 
réduits à des unités monocistroniques, quelques copies dégénérées d’ESAG pouvant se 
trouver en amont. 
 
La fonction principale des VSG est de former un manteau protecteur très dense 
Chaque cellule est entourée par 107 molécules d’un variant VSG donné (Ziegelbauer K et 
Overath P, 1993). Ces molécules sont si étroitement liées que seule une partie très limitée de 
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leur séquence d'acides aminés est accessible à l'environnement. Cette organisation  empêche 
non seulement la reconnaissance des épitopes conservés de la région C-terminale des VSG, 
mais elle protège également les protéines invariables de la surface cellulaire qui sont 
potentiellement vulnérables aux réactions du système immunitaire. Toutefois, les épitopes 
superficiels des VSG restent aisément détectables par l’hôte, et la réponse humorale résultante 
mène à l’élimination efficace et rapide de nombreux parasites dans la circulation sanguine. 
L’expression d’un nouveau variant VSG permet à quelques membres de la population 
parasitaire d'échapper aux anticorps dirigés contre le variant précédent. L'effet continu entre la 
réaction immunitaire de l’hôte et la variation antigénique du parasite donne un schéma 
typique de parasitémie avec une succession de pics représentatifs de populations de 
trypanosomes qui diffèrent seulement par leur VSG de surface (Figure 27). L'avantage de 
cette stratégie est qu'elle assure une infection persistante avec un nombre tolérable de 
parasites dans le sang, sans entraîner une mort rapide de l’hôte (Pays et Nolan 1998). 
 
         
 
Figure 27: Représentation graphique des vagues de parasitémie développées par une 
succession de populations de trypanosomes dans la circulation sanguine, exprimant chacune 
un vsg différent (1, 2, 3 etc…). Chaque pic correspond à une population de parasites 
antigéniquement homogène. 
 
V.1.3. Famille vsp chez Giardia intestinalis (lamblia) 
 
La diplomonadine Giardia intestinalis est l’un des principaux protozoaires 
responsables d'infections intestinales chez l’Homme. Une grande diversité moléculaire chez 
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les isolats de cette espèce réside au niveau de protéines de surface, dites VSP (« Variant-
specific Surface Protein »), qui forment un manteau couvrant la surface entière du trophozoïte 
(Nash, 1992). Bien que les VSP puissent varier considérablement en séquence et en taille 
(entre 50 et 250 kDa), elles ont en commun une teneur élevée en cystéine (~ 12%) et en 
thréonine (~ 11%), multiples copies d’un motif tetrapeptidique (CXXC) et une séquence C-
terminale fortement conservée (Ey et al, 1993). La survie du trophozoïte dans l’intestin du 
vertébré semble bien dépendre d’une variation antigénique impliquant les VSP (Nash, 1997).   
Le répertoire de gènes vsp a été estimé entre 133 et 151, ce qui représente ~ 2% du 
génome haploïde (Nash et Mowatt, 1992). Cependant, contrairement aux familles 
précédemment décrites, ces gènes ne sont pas particulièrement localisés aux extrémités 
chromosomiques (Yang et Adam, 1994). La variation antigénique se présente comme un 
processus continu, les transcriptions successives d’au moins 22 gènes vsp différents ayant été 
démontrées au cours d’une infection de 42 jours avec le clone GS/M-83-H7 (Bienz et al, 
2001). L’enkystement fait intervenir l’expression d’un nouveau variant, mais simultanément 
avec d’autres VSP (Carranza et al, 2002).  
 
V.1.4. Exemples de familles chez des champignons 
 
Les champignons présentent diverses familles de gènes codant des glycoprotéines de 
surface qui confèrent à la paroi cellulaire des propriétés d’adhésion et d’immunogénicité 
particulières. L’adhésion peut concerner une surface abiotique ou la surface d’autres cellules 
(revue Verstrepen et Klis, 2006). Les protéines impliquées dans cette fonction sont nommées 
soit adhésines, soit floculines. Chez S. cerevisiae, les protéines codées par des familles FLO 
confèrent une adhérence à l'agar et aux surfaces solides mais permettent également 
l’agrégation calcium-dépendante des cellules de cette levure, justifiant le phénomène de 
floculation (Guo et al, 2000). Des familles multigéniques pour des protéines responsables de 
l'adhérence aux tissus de mammifères ont été caractérisées chez des espèces parasites telles 
que Candida albicans (gènes ALS et EAP) et C. glabrata (gènes EPA) (Cormack et al, 1999 ; 
Hoyer 2001). Plusieurs de ces familles sont localisées près des télomères. Deux types 
d’adhésion ont été décrits chez les levures : 
- une adhésion sucre-dépendante, faisant intervenir des adhésines de type lectine dont 
la région N-terminale possède un domaine de liaison au sucre. Les gènes FLO (excepté 
FLO11) de S. cerevisiae et les gènes EPA de C. glabrata déterminent de telles lectines. 
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- une adhésion sucre-indépendante, impliquant des adhésines qui reconnaissent des 
peptides à la place des sucres. C’est le cas de FLO11 de S. cerevisiae ainsi que des protéines 
ALS de C. albicans qui interagissent avec certains peptides de la cellule-hôte. 
 
La famille msg codant pour une glycoprotéine majeure de surface chez Pneumocystis 
carinii (Kovacs et al, 1988) a aussi retenu l'attention. Ayant une taille variant entre 90 à 140 
kDa, les multiples formes de MSG sont hautement immunogènes. Celles-ci sont impliquées 
dans les réponses de l’immunité aussi bien cellulaire et qu’humorale de l’hôte (Linke et al, 
1998). La glycoprotéine MSG serait un récepteur de la fibronectine et permettrait ainsi 
l’attachement aux pneumocytes (cellules alvéolaires) (Pottratz et Martin, 1990). Au niveau 
histologique, l’infection se caractérise par un recouvrement des parois alvéolaires par de 
nombreux trophozoïtes adhérant aux cellules épithéliales.  
Le nombre de gènes msg n'est pas encore clairement défini. Des expériences 
d'hybridation ont conduit à une évaluation de 100 gènes par génome haploïde chez une souche 
de P. carinii (Sunkin et al, 1994). Ces gènes sont localisés au niveau des régions 
subtélomériques de tous les chromosomes, formant des blocs de 2-4 gènes (Sunkin et al, 
1996).  
 
V-2 Régulation de l’expression des familles multigéniques 
 
Bien que le but soit d’exprimer un seul gène à un moment donné (« expression 
mutuellement exclusive »), les mécanismes qui régissent l’expression des familles 
multigéniques sont multiples (Borst et al 1998).  
 
  V-2-1 Promoteurs et sites d’expression 
L’initiation de la transcription constitue le premier niveau de contrôle de l’expression 
de ces gènes. L’activité des promoteurs est donc à considérer mais la localisation du gène sur 
le chromosome peut éventuellement être aussi déterminante. Ceci nous amène à commenter 
trois cas distincts. 
V-2-1-1 Gènes var : trois types de promoteurs 
Chez Plasmodium falciparum, le site d’initiation de la trancription d’un gène var 
donné est situé approximativement à 1 kb en amont de l’ORF, ce qui indique que la région 
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non traduite 5’ est  plutôt longue (Deitsch et al, 1999). Trois types de séquences promotrices 
(UpsA, B et C) ont été caractérisés, reflétant une localisation différentielle des gènes var 
(Lavstsen et al, 2003). Les gènes associés à UpsA sont exclusivement trouvés dans les régions 
subtélomériques, orientés vers le télomère, tandis que ceux associés à UpsC sont localisés 
dans les clusters internes. Les gènes avec UpsB sont répartis dans les subtélomères et les 
clusters internes. La signification de ces différents types de promoteurs n'est pas entièrement 
comprise. Il a été envisagé qu’ils serviraient au contrôle de l'expression de différentes sous-
classes de gènes var, ou qu’ils seraient le résultat d’une recombinaison sélective entre les 
membres de ces sous-classes pendant la génération de la diversité au sein de la famille (revue 
Frank et Deitsch, 2006). D’autres séquences régulatrices potentielles ont été révélées par la 
technique EMSA (« electromobility shift assay ») appliquée à des extraits nucléaires (Voss et 
al, 2003). Situées en amont des promoteurs UpsB et UpsC, elles se lient aux  complexes 
protéiques issus de noyaux de stades tardifs du parasite qui sont des stades où les gènes var ne 
sont pas transcrits. Ce résultat soulève donc l’hypothèse d’un rôle dans des modifications 
épigénétiques conditionnant l'activation ou l'inactivation de gènes au cours des cycles 
cellulaires successifs.  
L’activité des promoteurs var a été testée par transfection en utilisant des constructions 
dans lesquelles les régions régulatrices de divers gènes var ont été clonées en amont de gènes 
rapporteurs codant la luciférase ou la chloramphénicol acétyltransferase (Deitsch et al, 1999 ; 
Voss et al, 2000). Une transcription des gènes rapporteurs a été observée pour toutes les 
séquences promotrices testées, et des expériences de délétion ont permis d’identifier les 
séquences minimales requises pour l’activité transcriptionnelle. Les résultats obtenus 
suggèrent aussi que le déplacement de ces éléments régulateurs en dehors de leur contexte 
chromosomique perturbe leur capacité d’inhibition.  
Des transfections impliquant le placement d’un intron var en aval du gène rapporteur, 
ont montré un très fort effet inhibiteur de cet intron sur l’activité d’un gène témoin placé sur le 
même plasmide qu'un promoteur var (Deitsch et al, 2001). L'inhibition ne dépend pas de 
l’orientation de l’intron mais exige le passage des parasites transformés par au moins une 
phase S (synthèse d’ADN au début du stade trophozoïte), ce qui constitue une caractéristique 
du « silencing » des gènes par modification chromatinienne (Li et al, 2001). Des travaux 
supplémentaires sur les séquences introniques var et leurs propriétés inhibitrices ont permis 
de définir trois régions distinctes sur la base du contenu en bases GC et de l'asymétrie de la 
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molécule d’ADN (Calderwood et al, 2003). La région centrale assure la fonction promotrice 
de l’intron, avec une efficacité plus forte lorsque les transcrits « stériles » deviennent plus 
abondants au cours du cycle  (Kyes et al, 2003). Il est donc probable que l'intron soit la source 
de ces ARN non codants. La création d'une construction portant un intron sans sa région 
promotrice a pour conséquence la perte de son pouvoir inhibiteur, démontrant ainsi la 
nécessité de ce promoteur (Calderwood et al, 2003). Ainsi, des interactions entre les deux 
promoteurs trouvés dans chacun des gènes var (l’un en amont de la région codante et l’autre 
dans l'intron), semblent contribuer à l'inactivation de ces gènes.    
Une régulation par des ARNm anti-sens est envisageable mais une inhibition 
consécutive à l’augmentation du niveau des trancrits anti-sens n’a pu être démontrée 
expérimentalement (Ralph et al. 2005). 
 
V-2-1-2 Gènes vsg : plusieurs sites d’expression avec un promoteur de type 
ribosomique  
  
L’expression des gènes vsg chez Trypanosma brucei semble plus complexe dans la 
mesure où le gène actif doit se trouver dans un locus génomique particulier, appelé site 
d’expression (ES). Plusieurs ESs sont présents dans le génome. Leur position est télomérique 
sur les chromosomes mégabases et le nombre total de télomères portant un ES a été estimé à 
15 par génome haploïde (Pays et al, 2001, Becker et al, 2004). D’une taille de 50 kb, chaque 
ES est représenté par une unité de transcription polycistronique où le gène vsg est précédé par 
une collection variable de gènes ESAG (« Expression Site Associated-Genes », 10 gènes au 
maximum) (Figure 26). Deux de ces gènes (ESAG6 et ESAG7) sont proches du promoteur et 
communs aux différents ES, les autres étant en nombre et position variables. Les protéines de 
surface codées par les ESAG sont pour la plupart indéfinies. ESAG4 coderait un récepteur 
transmembranaire de type adénylate cyclase, alors qu’ESAG6 et ESAG7 coderaient les deux 
sous-unités d’un récepteur hétérodimérique à la transferrine de l’hôte, nécessaire à la 
croissance du parasite. Conférant à T. brucei rhodesiense sa capacité de résister à l’attaque du 
sérum humain, le gène SRA (« Serum Resistance-Associated ») a été identifié dans un seul 
ES, dit R-ES (Xong et al, 1998). De nombreux gènes liés aux ESAGs (GRESAG pour 
« Genes Related ESAG ») sont transcrits indépendamment. 
La comparaison de plusieurs promoteurs d’ES a montré un haut pourcentage d’identité 
de séquence (Pays et al, 1990). L’expression d’un gène rapporteur sous contrôle d’un 
promoteur d’ES a été observée, que l’ES soit actif ou inactif dans le génome, même au stade 
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procyclique où normalement le gène vsg n’est pas exprimé. L’analyse par délétion de 
séquences a montré que les 70 pb en amont du site d’initiation de la transcription sont 
suffisantes pour une  activité optimale du promoteur (Jefferies et al, 1991). Deux motifs 
essentiels sont appelés boîtes 1 et 2. Les résultats d’insertions et délétions de nucléotides entre 
ces deux boîtes suggèrent une distance optimale pour le bon fonctionnement du promoteur. 
Des séquences équivalentes aux boîtes 1 et 2 sont présentes dans les régions promotrices des 
gènes ribosomiques (Zomerdijk et al, 1991). Le promoteur pour les gènes de procyclines a 
une organisation similaire (Figure 28). Un promoteur chimérique dans lequel la deuxième 
moitié du promoteur vsg est remplacée par son équivalent dans le promoteur ribosomique est 
tout à fait opérationnel (Vanhamme et al, 1995b). Le promoteur d’ES peut même être 
remplacé in situ par un promoteur ribosomique sans altérer la variation antigénique (Rudenko 
et al, 1995). Si l’on ajoute à ces données l’insensibilité à l’α-amanitine de la transcription 
d’ES (Kooter et Borst 1984), il peut alors être considéré que le promoteur d’ES est de type 
ribosomique, c'est-à-dire reconnu par l’ARN polymérase de type I (Pol I). La transcription 
d’ES par Pol I a effectivement été clairement démontrée dans un système in vitro (Günzl et al, 
2003).  
 
                
 
 
Figure 28: Analyse comparative des régions promotrices des gènes d’ARNr (RIB), de 
procyclines (PRO) et de VSG (VSGB). Deux boîtes sont essentielles pour la transcription 




V-2-1-3 Gènes msg : un seul site d’expression incluant une région transcrite 
commune à tous les ARNm 
 
Le nombre de gènes msg exprimés à un moment donné par une cellule de 
Pneumocystis carinii est difficile à évaluer directement en raison des difficultés d’obtention 
de populations clonales pour ce parasite.  
 
 
Figure 29: Organisation et expression des gènes msg chez Pneumocystis carinii. 
A/ Les gènes msg (rectangles) sont localisés vers les extrémités des chromosomes. Seul le 
gène au niveau du site UCS est transcrit. B/ Remplacement d’un gène par recombinaison 
homologue impliquant la séquence CRJE. C/ Après transcription du gène au locus UCS, la 
séquence UCS-MSG est traduite puis clivée pour donner la protéine finale (Stringer et Kelly, 
2001).  
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La comparaison des séquences d’ARNm codant plusieurs variants MSG a révélé que 
la région 5’ terminale était fortement conservée sur environ  500 pb, d’où l’appellation UCS 
pour « Upstream Conserved Sequence » (Wada et Nakamura, 1996). Les expériences 
d’hybridation montrant une représentation de cette UCS au niveau d’une seule bande du 
caryotype moléculaire, il est apparu probable que la séquence était unique dans le génome. Le 
nombre de clones portant UCS dans les banques génomiques est effectivement faible et le 
séquençage de ces clones a montré  régulièrement la présence d’un gène msg juste en aval de 
l’UCS. L’absence de polymorphisme dans la carte de restriction de la région amont (~ 10 kb) 
a finalement fait conclure à un site unique d’expression, en position télomérique.   
Dans le modèle proposé (Figure 29), la grande majorité des gènes msg sont organisés 
en clusters transcriptionnellement silencieux situés aux extrémités de chacun des 
chromosomes, et seul le gène msg lié au locus UCS est transcrit. Le variant protéique 
correspondant est alors synthétisé puis exporté à la surface du parasite. Le variant sera changé 
après remplacement du gène msg  au locus UCS par un autre. Il est émis l’hypothèse qu’une 
séquence de 23 pb commune aux msg (CRJE pour « Conserved Recombination Junction 
Element ») servirait de cible à des recombinaisons homologues au niveau du site d’expression 
(Stringer et Kelly, 2001). Outre celle concernant le nombre d’ES, une différence majeure 
entre Pneumocystis et Trypanosoma réside dans le fait que l’ES de Pneumocystis procure à la 
fois le promoteur pour la transcription d’un gène msg et une séquence transcrite (UCS) 
incluant le début de la séquence pour la traduction en protéine (et probablement aussi pour la 
maturation protéolytique), alors qu’un ES de Trypanosoma ne sert qu’à la transcription. 
 
V-2-2 L’exclusion allélique 
 
L’exclusion allélique se caractérise par l’expression d’un seul gène au sein d’une 
famille multigénique à un moment donné, tous les autres étant réprimés. Les mécanismes de 
contrôle intervenant dans ce phénomène sont de deux types (Borst, 2002) : contrôle par 
recombinaison de l’ADN (inversion, recombinaison réciproque ou conversion génique) et 
activation in situ. 
 
V-2-2-1 Contrôle par recombinaison de l’ADN  
Il s’agit d’un déplacement de gène grâce à un processus de recombinaison de l’ADN 
activant un promoteur.  
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La recombinaison peut entraîner une inversion du gène (Figure 30A1) qui est 
catalysée par une ADN recombinase reconnaissant les petites séquences flanquant le segment 
à inverser (van de Putte et Goosen, 1992). Chez les bactéries Salmonella faisant varier 
l’expression de leurs flagellines codées par deux gènes différents H1 et H2, c’est le promoteur 
qui est sujet à l’inversion. Lorsque le promoteur de H2 est correctement positionné, il y a co-
transcription d’un gène codant un répresseur de H1 (Figure 30A2). Le complexe 
multiprotéique impliqué est notamment constitué d’une recombinase appelée invertase 
(Vanhamme et Pays, 1995). La recombinaison réciproque (Figure 30B) est plus répandue et 
concerne généralement des gènes près des télomères, tant pour les plasmides linéaires chez 
des bactéries du genre Borrelia que pour les nombreux chromosomes de Pneumocystis. La 
conversion génique, remplacement d’une copie de gène par une autre, concerne une grande 
diversité de gènes à localisation chromosomique variée. Nécessitant une endonucléase, ce 
processus a été mise en évidence pour la première fois dans le cadre du changement de 
« mating-type » chez S. cerevisiae et a été retrouvée chez Borrelia et Pneumocystis 






Figure 30: Représentation schématique de plusieurs modes d’activation génique par 
recombinaison de l’ADN. Chaque gène est représenté par un rectangle (hachurés ou non) et 
la direction de la transcription par la flèche blanche. Le drapeau représentant le site 
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d’initiation de la transcription est barré quand le promoteur (rectangle pointu noir) est 
inactif.  
A1. Recombinaison entraînant une inversion de deux gènes à partir de courts segments 
d’ADN (petites flèches noires) reconnus par une ADN recombinase. A2. Recombinaison 
entraînant une inversion du promoteur. B. Recombinaison réciproque. C. Conversion génique 
entraînant le remplacement d’un gène qui sera perdu, par la copie d’un autre.  
 
                
 
Figure 31: Mécanismes de l’exclusion allélique des gènes vsg chez le trypanosome. Les gènes 
sont représentés par des rectangles de couleurs différentes, les promoteurs par des drapeaux. 
A/ Remplacement par conversion génique d’un gène par un autre au niveau d’un site actif. B/ 
Remplacement d’un site actif par un autre (Borst 2002). 
 
Chez T. brucei, le remplacement de vsg dans l’ES actif peut s’effectuer par 
recombinaison réciproque ou conversion génique (Figure 31A). Il est facilité par la présence 
de séquences répétées télomériques et conservées (70 pb) dans l’environnement du gène. 
L’endonucléase spécifique pour la conversion n’a pas encore été caractérisée. Il est cependant 
très probable que la localisation du vsg de l’ES actif dans une région sensible aux nucléases, 
correspondant à une chromatine relaxée (Pays et al, 1981), soit un facteur favorable à la 
conversion génique. Ce processus dépend d’homologies de séquences entre l’ADN donneur et 
l’ADN receveur. La localisation des blocs d’homologie peut varier considérablement entre les 
gènes vsg, d’où un site très variable de réalisation de la conversion génique (Pays et Nolan 
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1998). Elle peut avoir lieu en 5’ ou en 3’ du gène, mais elle peut aussi être indépendante des 
répétitions de 70 pb (McCulloch et al, 1997). Elle peut donc s’effectuer sur de très longues 
distances à partir de régions d’homologie éloignées ou être simplement confinée au gène lui-
même, créant ainsi des gènes vsg hybrides. La conversion génique permet donc d’augmenter 
le potentiel du parasite dans la variation antigénique (Pays et Nolan 1998). 
 
  V-2-2-2 Activation in situ 
 
Dans ce cas de figure, le gène est activé là où il se trouve, sans aucun déplacement de 
séquence d’ADN. Une variation de taille d’une simple répétition peut être utilisée soit pour 
activer la transcription, soit pour éviter un arrêt de la traduction. Chez les bactéries Neisseria, 
tous les gènes de la famille opa, codant une protéine de surface, sont transcrits de manière 
constitutive mais seulement certains des ARNm seront traduits. Un segment d’ARNm étant 
constitué d’une série de pentamères (CTCTT), l’addition ou la soustraction d’un ou plusieurs 
de ces pentamères survient par erreurs commises lors de la réplication d’ADN. Cela pousse la 
traduction hors de phase et il en résulte une synthèse de protéines tronquées (Vanhamme et 
Pays, 1995). 
L’activation in situ d’un autre site d’expression, sans altération de l’ADN (Figure 
31B), serait un autre moyen par lequel les trypanosomes modifient l’expression des vsg mais 
le mécanisme n’est pas encore bien compris  (Pays et Nolan 1998). Selon le modèle proposé 
par Navarro et Gull (2001) par rapport à l’exclusion allélique, ce mécanisme s’explique par 
l’existence dans le noyau d’un sous-compartiment spécifique appelé ESB (« Expression Site 
Body ») où est localisé l’ES actif (Figure 32). L’espace procuré par l’ESB serait insuffisant 
pour permettre l’accès à deux ES. Il reste à savoir comment l’ES actif se retrouve dans l’ESB 
et comment son remplacement par un autre ES, lors de l’activation in situ, s’opère. 
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Figure 32: Schéma illustrant la notion d’activation in situ d’un gène vsg dans le noyau du 
trypanosome. L’ESB (en bleu) est un compartiment subnucléaire hébergeant l’ES actif (Active 
VSG ES). Les ES inactifs en seraient exclus. (d’après McCulloch, 2004). 
 
L’exclusion allélique a été mise en évidence pour les gènes var de P. falciparum à 
l’aide de différentes approches expérimentales: RT-PCR (Chen et al, 1998), « nuclear run-
on » (Scherf et al, 1998), hybridations Northern (Horrocks et al, 2004). La détection d’un seul 
transcrit var complet au stade trophozoïte en anneau montre bien une régulation au niveau 
transcriptionnel, mais c’est surtout par les techniques de transfection stable que l’exclusion 
allélique de ces gènes a été élucidée. Par ces techniques, il est possible d’évaluer l’expression 
des gènes var endogènes dans une population de parasites transformés et de voir si le 
promoteur modifié (utilisé pour la transfection) est reconnu comme membre de la famille var. 
La mise en place d’un pool d’oligonucléotides qui permet de mesurer simultanément les 
niveaux d’expression de chaque gène var dans le génome du parasite (souche 3D7) en 
utilisant la RT-PCR quantitative en temps réel (Salanti et al, 2003) a considérablement facilité 
les études. 
Des parasites transformés avec des constructions présentant un intron var muté, 
entraînant une hyperactivation du promoteur, continuent à exprimer les gènes var 
chromosomiques endogènes ; il en est déduit que le promoteur modifié n’a pas été reconnu 
comme membre de la famille (Gannoun-Zaki et al, 2005). Des conclusions similaires ont été 
tirées d’expériences montrant que des promoteurs actifs de gènes var, insérés au locus 
subtélomérique du gène hrp2, n'affectaient pas l'expression des gènes var endogènes (revue 
Frank et Deitsch, 2006). Par contre, dans leurs essais de transfection avec diverses 
constructions, Voss et al. (2006) ont réussi à infiltrer la voie qui coordonne l'exclusion 
 70
allélique. L’activation du promoteur var modifié (utilisation d’un marqueur de sélection) 
entraîne une répression forte de l'expression de la famille entière, répression mesurée par 
Northern blot. Cela indique que le promoteur var modifié a été cette fois considéré comme 
membre de la famille.  
 
V-2-3 Contrôle épigénétique 
 
 Le contrôle épigénétique de l'expression d’un gène correspond aux changements de 
l'état transcriptionnel d'un gène qui ne sont pas causés par des changements de facteurs de 
transcription ou de séquence d'ADN, mais résultent plutôt de modifications de la structure de 
l’ADN (par exemple, par méthylation) ou de celle des protéines chromatiniennes (acétylation 
ou méthylation d'histones) (Henikoff et Matzke, 1997). La chromatine est en perpétuel 
équilibre entre états relâché et condensé suivant les effets antagonistes de multiples 
complexes protéiques. Le remodelage de la chromatine est donc un facteur crucial dans la 
régulation de la transcription (Workman et Kingston 1998). 
Chez P. falciparum, les changements dans l'expression des gènes var 
(activation /inactivation) n'ont pas été associés à des changements de séquences autour des 
loci var, ce qui suggère que les mécanismes sous-jacents sont épigénétiques (Scherf et al, 
1998 ; Deitsch et al, 1999). Les recherches sur ces mécanismes ont été menées selon trois 
approches différentes:  
? l’analyse des changements de la structure chromatinienne et de leur effet sur la 
transcription. 
? l’étude de la fonction des régions conservées non codantes des gènes var.  
? la détermination de la localisation nucléaire des segments chromosomiques contenant 
des gènes var. 
La régulation épigénétique de ces gènes a été confortée par les résultats d’un suivi des 
commutations sur 40 générations successives (Horrocks et al, 2004). Pour chaque gène var, il 
existe des taux de commutations "ON" et "OFF" intrinsèques. Considérant que les 
changements de structure de la chromatine locale assurent potentiellement la transition entre 
différents états transcriptionnels, les auteurs ont postulé que le gène var pouvait exister sous 
trois états différents: actif, inactif avec possibilité d’être activé et l’état fortement inactif (forte 
répression). Chez plusieurs organismes, il est connu que la structure de la chromatine est 
modulée par les modifications post-traductionnelles d’histones (phosphorylation, méthylation 
et acétylation) (Felsenfeld et al, 1996). Chez S. cerevisiae par exemple, il a été montré que la 
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protéine Sir2, une désacetylase NAD-dépendante, est impliquée dans l’inactivation 
(« silencing ») des loci HML et HMR par hétérochromatinisation de la région chromosomique 
où ces gènes sont localisés (Moazed, 2001).  
Le rôle de l’homologue de Sir2 chez P. falciparum (PfSir2), a été étudié dans le 
contexte de la régulation de l'expression des gènes var. La technique d’immunoprécipitation 
de chromatine a révélé que PfSir2 se lie aux extrémités des chromosomes et jusqu'à 55 kb 
vers les centromères, c’est-à-dire des régions contenant 2/3 des copies var. L’activation d’un 
gène var de telles régions se traduit alors par une délocalisation de PfSir2. Par contre, les 
gènes var internes, silencieux, n'ont montré aucune liaison évidente avec PfSir2. L’inhibition 
de l’expression de ces derniers gènes caractérisés par un promoteur UpsC, semble donc être 
indépendante de PfSir2 (Freitas-Junior et al, 2005). Les régions subtélomériques de P. 
falciparum présentent bien les caractéristiques de l'hétérochromatine, et cet environnement 
chromatinien peut réprimer de façon réversible le promoteur d’un gène artificiellement inséré 
dans de telles régions (Duraisingh et al, 2005). Des mutants « knock out » du gène PfSir2 ont 
été réalisés. Le fort niveau d’expression des gènes var, évalué sur « microarrays », confirme 
le rôle de PfSir2 dans l’inactivation de ces gènes. Cependant, la majorité des gènes de type 
UpsB et UpsC restant silencieux, le rôle de PfSir2 serait limité à la condensation de la 
chromatine subtélomérique et donc au contrôle de l'expression des gènes de type UpsA. Un 
deuxième gène Sir2-like présent dans le génome de P. falciparum pourrait être impliqué, ce 
qui augmente la complexité de cette voie de régulation (revue Frank et Deitsch, 2006). 
D’autres études s’appuyant sur la technique FISH ont été menées afin de suivre 
l’activité des promoteurs var chez des souches sauvages ou génétiquement modifiées de 
parasites en culture. L'activation du locus subtélomérique var2csa, codant la molécule 
d'adhésion responsable de la liaison au chondroïtine sulfate A placentaire,  semble être 
associée à une délocalisation loin du cluster télomérique (Figure 33) (Ralph et al, 2005). 
Toutefois, un promoteur central var activé en fusion transcriptionnelle avec le gène humain 
dhfr est resté associé au cluster (Voss et al, 2006). L’utilisation de constructions contenant des 
promoteurs var portés par des épisomes ou intégrés dans des régions subtélomériques du 
génome ont permis de montrer que l’activation de ces promoteurs coïncide avec leur 
localisation à la périphérie nucléaire (Duraisingh et al, 2005 et Voss et al, 2006). Ainsi, les 
promoteurs var transcriptionnellement actifs seraient finalement confinés dans une région 
subnucléaire spécifique, tout comme dans le cas de la régulation des gènes vsg chez le 
trypanosome africain. Conformément à cette hypothèse, des observations en microscopie  
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Figure 33: Localisation par la technique FISH (« Fluorescence In Situ Hybridization ») du 
gène var2csa (en vert) et de l’ADN télomérique (en rouge) dans le noyau (ADN total 
fluorescent en bleu après liaison au DAPI) chez Plasmodium falciparum. A/ Le gène var 
transcriptionnellement actif est physiquement séparé des amas télomériques. B/ Le même 
gène var dans un état inhibé co-localise avec un amas télomérique. C/ Modèle d’activation 
génique. La migration d’un chromosome en dehors de l’amas télomérique puis la dissociation 





électronique ont permis d’identifier une zone euchromatinienne «lâche» à l’intérieur de 
l'hétérochromatine de la périphérie nucléaire (Figure 34) (Ralph et al, 2005).  
Les gènes var étant souvent disposés en tandem le long des chromosomes et, comme 
l'activation d'un gène n’est pas associée à l'activation du gène adjacent, il doit exister un autre 
niveau de régulation permettant de réprimer les différents gènes, même lorsqu'ils sont situés 
dans une région nucléaire favorable à la transcription. Frank et Deitsch (2006) ont montré que 
des constructions portant un promoteur var couplé à l’intron du gène var reste silencieux 
même si le promoteur var voisin est en activité. L'intron pourrait donc imposer une répression 
transcriptionnelle, même au sein d’une région nucléaire favorable.  
L’organisation des télomères en «bouquets» est supposée importante pour la 
diversification des gènes var, une étroite relation de proximité étant normalement favorable 




   
 
Figure 34: Mise en évidence ultrastructurale d’une zone euchromatinienne située à la 









V- Les microsporidies 
 
V-1 Généralités 
Le terme « microsporidie » est appliqué à un groupe d’Eucaryotes unicellulaires, tous 
parasites intracellulaires obligatoires et formant des spores équipées d’un long tube polaire 
enroulé dans la région postérieure. Depuis 1857, année de la description par Näegeli de la 
toute première microsporidie (Nosema bombycis, parasite du ver à soie), près de 1300 espèces 
réparties dans 143 genres ont été identifiées.  
Par rapport à la plupart des autres cellules eucaryotes, l’organisation de la cellule 
microsporidienne est plutôt atypique, en raison de l’absence d’organites producteurs d’ATP 
(mitochondries ou hydrogénosomes) ainsi que de peroxysomes. L’appareil de Golgi est 
difficilement repérable car n’offrant jamais l’image d’un empilement de saccules 
caractéristique d’un dictyosome. Selon le genre considéré, l’appareil nucléaire de la spore est 
limité à un seul noyau ou représenté par deux noyaux juxtaposés, constituant un diplocaryon. 
La phase d’infestation est marquée par le phénomène de germination qui implique la brusque 
extrusion du tube polaire à l’apex de la spore, la lumière du tube extrudé servant au transfert 
du sporoplasme dans une cellule-hôte potentielle. Le développement intracellulaire 
subséquent comprend toujours une phase de multiplication ou mérogonie, suivie d’une phase 
de différenciation ou sporogonie. Le mode de division cellulaire peut être simple ou multiple 
après formation d’un plasmode. La mitose est acentriolaire et de type fermé. La meïose n’a 
été mise en évidence que chez des espèces à cycle complexe faisant intervenir différents hôtes 
(Wittner et Weiss, 1999). 
Les microsporidies infectent pratiquement tous les groupes animaux, des invertébrés 
aux mammifères, dans divers milieux terrestres et aquatiques. Plus de la moitié des espèces 
connues sont des pathogènes d’insectes, certaines ayant un impact économique notable 
(Nosema bombycis en sériciculture, N. apis en apiculture). La première microsporidie isolée à 
partir d’un hôte mammifère fut Encephalitozoon cuniculi (Levaditi et al. 1924), responsable 
d’une encéphalite granulomateuse chez le lapin (Wright et Craighead, 1922). Le premier cas 
avéré de microsporidiose humaine fut rapporté en 1959, pour un jeune garçon japonais, 
souffrant de vomissements et de maux de tête (Matsubayashi et al, 1959). Les infections 





Espèces microsporidiennes        Références  
        (Première détection che l’Homme) 
 
Brachiola (syn. Nosema) algerae     Visvesvara et al. (1999) 
 
Brachiola vesicularum (syn. Nosema-like sp.)   Cali et al. (1996) 
 
Encephalitozoon cuniculi      Bergquist et al. (1984a,b) 
 
Encephalitozoon hellem      Friedberg et al. (1990) 
 
Encephalitozoon (syn. Septata) intestinalis    Cali et al. (1991a) 
 
Enterocytozoon bieneusi      Desportes et al. (1985) 
 
Nosema ocularum       Bryan et al. (1991) 
 
Pleistophora ronneafiei      Ledford et al. (1985) 
 
Trachipleistophora anthropopthera     Yachnis et al. (1996) 
 
Trachipleistophora hominis      Field et al. (1996) 
 




Tableau 2: Espèces microsporidiennes infectant l’Homme. 
 
 
C’est surtout chez les personnes immunodéficientes, notamment celles atteintes du 
SIDA, que l’incidence des microsporidies sur la santé humaine est la plus significative 
(Didier, 2005). Les espèces actuellement reconnues pathogènes de l’Homme, appartiennent 
aux 7 genres suivants : Enterocytozoon, Encephalitozoon, Vittaforma, Pleistophora, 
Trachipleistophora, Nosema et Brachiola (Tableau 2). Les infections sont souvent 
disséminées, parfois limitées à certains sites comme la cornée de l’œil et le muscle 
squelettique. La détection des mêmes espèces chez plusieurs animaux  a fait envisager un 
potentiel zoonotique (Mathis et al, 2005). Plus ou moins efficace, la chimiothérapie des 
microsporidioses est principalement basée sur deux types de composés : l’albendazole, se 
liant à la tubuline, et la fumagilline ou l’un de ses analogues (TNP-470) se liant à la 




V-2 Position phylogénétique : un changement radical 
Compte-tenu de leur organisation unicellulaire, les microsporidies ont longtemps été 
considérées comme des Protistes. Leur rangement dans un phylum distinct, le phylum des 
Microspora, a été proposé par Sprague (1977). Les années 1980 furent marquées par la 
conception assez surprenante selon laquelle les microsporidies seraient les représentants d’une 
lignée eucaryote très ancienne. Selon Cavalier Smith (1998), certains groupes de protozoaires 
amitochondriaux (Microsporidia, Diplomonada, Archamoeba) auraient divergé avant la 
réalisation de l’endosymbiose primaire à l’origine des mitochondries, d’où sa proposition de 
les rassembler sous le vocable Archezoa. Une origine ancienne des microsporidies était 
notamment suggérée par des similitudes entre leurs ribosomes et ceux des eubactéries : 
mêmes constantes de sédimentation pour le ribosome entier (70S) et les deux sous-unités 
ribosomiques (30S et 50S) (Ishihara et Hayashi, 1968), mêmes constantes de sédimentation 
pour les deux ARNr majeurs (16S et 23S) (Curgy et al, 1980), et même association covalente 
de la séquence 5,8S à l’extrémité 5’ de l’ARNr 23S (Vossbrinck et Woese, 1986). Suite à une 
étude phylogénétique au moyen des séquences d’ARNr 16S/18S incluant celle d’une 
microsporidie (Vairimorpha necatrix), il apparut que la branche microsporidienne était ancrée 
près de la base de l’arbre des Eucaryotes (Vossbrinck et al, 1987). L’hypothèse de primitivité 
était ainsi mieux étayée.  
La position basale présumée des microsporidies fut remise en question lors de travaux 
portant sur d’autres séquences : 
- les arbres construits avec les tubulines α et β  indiquaient cette fois une émergence 
nettement tardive, plus précisément au niveau des champignons! (Edlind et al, 1996 ; Keeling 
et Doolittle, 1996).  
- un gène codant une HSP70 de type mitochondrial était détecté chez différentes 
microsporidies, suggérant que leur ancêtre possédait des mitochondries (Germot et al, 1997 ; 
Hirt et al, 1997 ; Peyretaillade et al, 1998a). 
- l’examen de la première séquence complète d’ARNr 23S microsporidien révélait une 
organisation typiquement eucaryotique avec délétion des parties variables et l’analyse 
phylogénétique prenant en compte l’hétérogénéité de la vitesse d’évolution des sites montrait  
une émergence tardive (Peyretaillade et al, 1998b). 
La majorité des études phylogénétiques ultérieures avec diverses protéines conservées 
(actine, ARNt-synthétases, grande sous-unité d’ARN polymérase II…) ont alors fait conclure 
à la relation de parenté « Microsporidia-Fungi ». Cette relation peut justifier quelques traits 
 77
cytologiques et biochimiques communs (production de spores, mitose fermée, présence de 
chitine et de tréhalose). L’évolution des gènes microsporidiens étant particulièrement rapide, 
il a été vérifié que le placement basal était bien dû à un artefact de reconstruction, dit 
«attraction des longues branches» (Van de Peer et al, 2000, Thomarat et al, 2004). Il faut aussi 
noter que l’évolution rapide fait obstacle à l’établissement d’une connexion suffisamment 
robuste pour préciser le groupe fongique le plus proche des microsporidies (Zygomycota, 
Chytridiomycota...?). Une phylogénie des Fungi portant sur 199 espèces a récemment été 
déduite de l’analyse combinée de 6 gènes différents (James et al, 2006). Sa branche la plus 
précoce est représentée par les microsporidies (E. cuniculi et Antonospora locustae) groupées 
avec le chytridiomycète Rozella allomycis qui est un parasite intracellulaire d’autres 
champignons et qui, semblablement aux microsporidies, perd sa paroi quand il entre dans une 
cellule-hôte. Bien qu’ayant en commun la capacité de former des spores flagellées 
(zoospores), les chytridiomycètes ne constitueraient pas un groupe monophylétique. Leur 
répartition dans l’arbre a alors amené les auteurs à considérer que l’évolution fongique a 
impliqué au moins quatre pertes indépendantes du flagelle. Dans cette hypothèse, les formes 
ancestrales flagellées vivaient exclusivement en milieu aquatique et la perte de locomotion 
flagellaire chez certains de leurs descendants aurait été compensée par de nouveaux modes de 
sporogenèse. 
 
La présence d’un organite cryptique dérivé de la mitochondrie (« mitosome ») chez les 
microsporidies a été postulée suite à l’annotation de la séquence génomique d’E. cuniculi 
révélant des homologues de différentes protéines mitochondriales ayant pour fonction 
principale la biosynthèse des groupes Fe-S (Katinka et al, 2001).  Une preuve expérimentale a 
été apportée par une étude immunocytochimique montrant la localisation de l’orthologue 
d’HSP70 mitochondriale au niveau de petites vésicules délimitées par deux membranes chez 
Trachipleistophora hominis (Williams et al, 2002). Certains composants du système 
d’adressage mitochondrial sont également préservés pour ces mitosomes, mais le mécanisme 
d’importation serait plus simplifié chez E. cuniculi que chez A. locustae (Burri et al, 2006).  
 
V-3 Structure de la spore 
 Chez de nombreuses microsporidies, la spore est ovoïde ou pyriforme, avec une 
longueur souvent située entre 1 et 5 µm (1-1,5 µm chez Enterocytozoon bieneusi, 2-3 µm 
chez Encephalitozoon spp). Certaines espèces sont cependant caractérisées par des spores de 
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grande taille, en forme de bâtonnets plus ou moins longs (jusqu’à 40µm chez Bacillidium 
filiferum).  
La spore est entourée d’une paroi chitino-protéique très résistante, essentielle à la 
survie du parasite dans l’environnement. Cette paroi est classiquement subdivisée en deux 
couches : l’exospore, désignant une fine couche externe opaque aux électrons, riche en 
glycoprotéines, et l’endospore, couche interne plus épaisse intimement accolée à la 
membrane plasmique et transparente aux électrons du fait de sa grande richesse en chitine. 
Elle protège efficacement la cellule sporale des agressions externes mais elle contribue aussi, 
par sa rigidité, au maintien d’une forte pression hydrostatique interne qui sera utilisée pour 
l’extrusion du tube polaire pendant la germination (Frixione et al, 1997).  
L’intérieur de la spore comprend l’appareil nucléaire (un seul noyau ou un 
diplocaryon) et un cytoplasme compact, riche en ribosomes, largement occupé par un 
ensemble de structures constituant l’appareil invasif ou appareil d’extrusion (Franzen C. et 
Müller A. 1999 ; Bigliardi E. et Sacchi L. 2001). L’élément principal de cet appareil est le 
tube polaire, enroulé en spirale dans la région postérieure (de 4 à 30 tours de spire, selon 
l’espèce). Le segment antérieur et rectiligne du tube polaire (manubrium) rejoint une structure 
apicale en forme de dôme, dite capuchon polaire. Bien que parfois pris comme synonyme de 
« capuchon polaire », le terme « disque d’ancrage » désigne normalement un territoire 
spécifiquement accolé à l’extrémité du tube polaire, la région supérieure plus étalée étant le 
« sac polaire ». Un autre élément de l’appareil invasif est le polaroplaste, un système 
membranaire encerclant le manubrium et apparaissant comme un empilement de saccules très 
aplatis (polaroplaste lamellaire) et de vésicules au contenu dense (polaroplaste vésiculaire, 
plus proche du noyau). L’espace délimité par la partie enroulée du tube polaire est 
généralement occupé par une grande vacuole riche en éléments opaques aux électrons, la 





Figure 35: Structure classique d’une spore microsporidienne (Franzen et Müller, 1999). 
 
 
V-4 Germination et invasion cellulaire 
La germination d’une spore microsporidienne a pour but l’inoculation du sporoplasme 
à une cellule-cible. Elle commence par l’extrusion extrêmement rapide (quelques 
millisecondes)  du tube polaire au pôle antérieur de la spore (Frixione et al, 1992). Le tube 
extrudé s’étire sur plusieurs dizaines de µm tout en restant attaché à la spore par l’une de ses 
extrémités. Observable en microscopie à contraste de phase sur des spores purifiées, ce 
phénomène est inductible in vitro sous l’influence de divers stimuli avec une efficacité 
variable d’un genre à l’autre (dessication suivie de réhydratation ; variations de pH ou 
d’osmolarité ; addition de cations monovalents, d’urée, de peroxyde d’hydrogène, de 
mucine…). Le sporoplasme, matériel intrasporal représentatif de l’entité infectieuse, transite 
ensuite dans la lumière du tube et forme une gouttelette visible à l’extrémité libre du tube. Un 
suivi en vidéo-microscopie a fait estimer à 2 secondes la durée totale des événements 
conduisant à la décharge complète du sporoplasme (Frixione et al, 1992). La nature des 
stimuli physiologiques reste sujette à spéculation. L’examen du sporoplasme en microscopie 
électronique révèle une cellule très simplifiée, limitée par la seule membrane plasmique, les 














1,0 à 1,5 µm
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La spore vide conserve sa membrane. La nouvelle membrane affectée au sporoplasme tire 
vraisemblablement son origine du polaroplaste lamellaire.  
              
 
 
Figure 36: Les différentes hypothèses sur les voies d’entrée ((b à g) d’Encephalitozoon spp. 
dans les cellules-hôtes (d’après Vivares et Méténier, 2001). 
(a) Spore libre. (b) La spore adhère à la surface de la cellule-hôte. Le tube polaire est expulsé 
et perce la membrane plasmique de cette dernière pour inoculer le sporoplasme. (c) 
Infestation secondaire de la même cellule-hôte ou d’une cellule-hôte adjacente, après 
prolifération du parasite dans une vacuole parasitophore. (d) Infestation secondaire d’une 
cellule sous-jacente (autre tissu ?). (e) Passage du tube polaire extrudé via l’espace 
intercellulaire puis pénétration latérale. (f) Endocytose de la spore entière précédant la 
germination. (g) Endocytose du seul sporoplasme après germination. 
   
Le mécanisme par lequel le sporoplasme pénètre à l’intérieur d’une cellule-hôte reste 
très incertain. L’hypothèse usuelle est que la décharge du tube polaire provoquerait une 
rupture mécanique locale de la membrane plasmique de la cellule-hôte, conduisant 
directement à l’injection du sporoplasme dans le cytoplasme de celle-ci (Weidner et al, 1984). 
Cependant, certaines observations après infestation de cellules en culture indiquent que la 
spore microsporidienne peut être internalisée par phagocytose. L’extrusion secondaire du tube 
polaire permettrait alors au parasite d’expulser le sporoplasme en dehors du phagosome 
(Franzen, 2005) (Figure 36). L’origine de la membrane de la vacuole parasitophore formée 
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V-5 Développement intracellulaire  
Au terme de la phase d’invasion, le sporoplasme entre dans une phase de prolifération 
active dite mérogonie. Chez certains genres, par exemple Encephalitozoon, Nosema, 
Vittaforma ou Brachiola, la division de l’appareil nucléaire (monocaryon ou diplocaryon) est 
immédiatement suivie de celle du cytoplasme (fission binaire), produisant des cellules 
individualisées, appelées mérontes. Ces cellules au cytoplasme peu différencié ont une 
localisation souvent périphérique (Franzen et Müller, 1999). Chez d’autres genres comme 
Enterocytozoon, Pleistophora, Trachipleistophora, un plasmode mérogonial est formé, 
l’appareil nucléaire subissant une série de mitoses en l’absence de cytodiérèse (Cali et 
Takvorian, 1999). La division nucléaire se déroule pour la plupart par pleuromitose (Figure 
37), sans centrioles mais avec la formation de plaques polaires (ou SPB pour « spindle pole 
bodies »), similaires à celles de levures (Vivarès et al, 1977). Ce type de mitose est caractérisé 
par des hémi-fuseaux indépendants à l’intérieur du noyau, une faible condensation des 
chromosomes et l’absence d’arrangement de ces derniers en plaque équatoriale. Au début, le 
noyau n’est pourvu que d’une seule plaque polaire attachée à un seul fuseau intranucléaire 
avec des microtubules liés aux kinétochores des chromosomes. Cette plaque polaire est 
ensuite dupliquée et deux hémi-fuseaux se séparent. En fin de mitose, les plaques atteignent 
les pôles opposés du noyau et les fuseaux s’étirent pour aboutir à la séparation des deux jeux 
de chromatides (Raikov, 1994). 
 
Les mérontes ou le plasmode mérogonial s’engagent ensuite dans la phase de 
sporogonie. La commutation en sporontes ou plasmode sporogonial est marquée par le dépôt 
d’un matériel de surface très opaque aux électrons, un accroissement du nombre de ribosomes 
et un développement plus important du réticulum endoplasmique (Cali et Takvorian, 1999). 
Les divisions subséquentes produisent des sporoblastes qui se transforment progressivement 
en spores, cette différenciation impliquant la biogenèse de l’appareil invasif et de la paroi 
bipartite ainsi qu’une importante compaction cytoplasmique. Les spores matures peuvent être 
libérées dans l’environnement après lyse de la cellule hôte (Figure 38). 
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Figure 37: Stades d’une pleuromitose intranucléaire fermée (d’après Raikov, 1994). 
a. Interphase; b, c. Prophase; d, e. Anaphase. 1 = Centre organisateur de microtubules 
(plaque polaire), 2 = Hémi-fuseau mitotique, 3 = Chromosome (pour plus de clarté, un seul 
chromosome avec son kinétochore médian est représenté dans ce schéma). 
 
 
Le développement des microsporidies s’effectue très souvent au contact direct du 
cytoplasme de la cellule-hôte. C’est le cas chez Enterocytozoon, Nosema et Brachiola. Le 
réticulum endoplasmique de la cellule-hôte peut se réorganiser pour entourer les mérontes 
(Vittaforma…). Une interface hôte-parasite plus évidente est la « vésicule sporophore », qui 
correspond à une sécrétion s’accumulant à la périphérie des parasites pendant la sporogonie 
(Pleistophora, Trachipleistophora…). Plus rarement, une vacuole parasitophore délimitée par 
une membrane spécifique assure le confinement de tous les stades parasitaires 
(Encephalitozoon) (Figure 39). Les mérontes sont intimement accolés à la membrane 
vacuolaire. La conversion en sporontes s’accompagne de la dissociation de cette jonction, si 
bien que les stades suivants prennent une position de plus en plus centrale.  
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Figure 38 : Schéma du cycle de reproduction d’Encephalitozoon cuniculi. Après entrée du 
sporoplasme dans la cellule-hôte, tout le développement de cette microsporidie se déroule à 
l’intérieur d’une vacuole parasitophore.  
 
                      
 
Figure 39 : Cellule MDCK infestée par Encephalitozoon cuniculi, observée en microscopie 
optique. La flèche montre une grande vacuole parasitophore contenant de nombreux 
parasites. N, noyau de la cellule-hôte. 
  
 
Certaines microsporidies, notamment les parasites de crustacés et de poissons, peuvent 
induire l’hypertrophie de la cellule-hôte. La forte accumulation des stades parasitaires dans 
N 
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une même cellule-hôte hypertrophiée contribue à l’élaboration d’une structure de plus ou 
moins grande taille, parfois visible à l’œil nu. Ce complexe morpho-physiologique, appelé 
xénome, est maintenu sur de longues périodes sans entraîner la mort de l’hôte. Son 
organisation serait plus dépendante des propriétés du parasite que de celles de l’hôte (Lom et 
Nilsen, 2003).  
 
V-6 Diversité des cycles biologiques 
Les microsporidies affichent une grande hétérogénéité aussi bien par rapport au 
nombre d’hôtes nécessaires pour assurer le cycle complet qu’à la spécificité d’hôte. Ceci est 
parfaitement illustré par des espèces parasites d’insectes.  
Des espèces comme Brachiola algerae et Vavraia culicis présentent un cycle simple 
avec un seul hôte (cycle monoxène) mais aussi une seule forme sporale transmise par voie 
horizontale. Ces deux organismes se singularisent également par une faible spécificité d’hôte, 
et même du tissu infesté (Becnel et al, 2005). B. algerae est capable de se multiplier dans une 
large gamme de températures (de 24°C à 38°C), ce qui explique en partie ses capacités 
d’infestation et son large éventail d’hôtes potentiels (Lowman et al, 2000). De récentes études 
ont montré des cas d’infection de l’Homme par cette microsporidie, mais les mécanismes de 
la transmission restent encore mal définis (Coyle et al, 2003) 
Les genres Amblyopora et Edhazardia présentent un cycle complexe qui implique 
deux générations d’hôtes, avec une phase sexuée (gamétogenèse, plasmogamie) qui se déroule 
chez la larve d’insecte (Figure 40). Ces microsporidies sont polymorphes (existence de 3 
formes sporales au cours du cycle) avec une transmission par voies horizontale et verticale 
(Becnel et al, 2005). Chez Amblyospora, le cycle passe nécessairement par un hôte 
intermédiaire copépode (Andreadis, 2005). Même si certains d’entre eux peuvent utiliser 
différents copépodes comme hôte intermédiaire, les Amblyosporidae font montre d’une 
grande spécificité par rapport à leur hôte insecte définitif, contrairement à Brachiola et 
Vavraia (Vossbrinck et al, 2004). Hazard et Brookbank (1984), ont bien décrit en microscopie 
photonique la caryogamie et les différentes étapes de la méïose chez Amblyospora sp. Des 
observations en microscopie électronique ont révélé chez quelques autres genres 
microsporidiens la présence de complexes synaptonémaux, indicateurs de la division 
réductionnelle lors de la méiose (Loubès, 1979, Larsson, 1986b ; Vivarès et Sprague 1979).  
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Figure 40 : Cycles de développement de deux microsporidies parasites de moustiques, 
Brachiola algerae (A) et  Amblyospora californica (B). 
 
Un cas intermédiaire concerne le genre diplocaryotique Nosema : le cycle est 
monoxène mais s’accompagne de dimorphisme sporal (Vavra et Larsson, 1999). Chez N. 
bombycis, la première phase de sporulation produit des spores caractérisées par une paroi peu 
épaisse et un filament polaire présentant seulement 4 tours de spire, d’où le nom « FC (Few 
Coils of polar tube) spore». Ce sont les spores primaires. Celles-ci peuvent ré-infester d’autres 
cellules du ver à soie (dans les gonades, par exemple) et peuvent être transmises verticalement 
(transmission dite "transovarienne"). La seconde phase de sporulation donne des spores avec 
B 
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une paroi plus épaisse et un long filament polaire formant 14 tours de spire (Iwano et al, 
1991). 
 
V-7 Génome nucléaire 
Le matériel génétique des microsporidies est exclusivement localisé dans l’appareil 
nucléaire. Les espèces présentant toujours un seul noyau sont dites monocaryotiques. Les 
autres, plus nombreuses, sont diplocaryotiques mais il convient de distinguer : (1) les espèces 
« diplocaryotiques monomorphes » qui conservent le diplocaryon durant tout leur cycle 
biologique, (2) les espèces « diplocaryotiques polymorphes » qui montrent une alternance de 
stades uni- et binucléés lors d’un cycle complexe de type Amblyospora. Les deux noyaux 
accolés composant le diplocaryon se divisent de façon égale et synchrone. Le niveau de 
ploïdie a rarement été défini. 
 
V-7-1 Caryotype moléculaire 
La rareté des observations sur la meïose microsporidienne a été telle que le caryotype 
n’a été décrit par voie cytologique que chez une espèce d’Amblyospora, pour laquelle il a été 
dénombré 7 chromosomes (Hazard et al, 1979). Ce sont essentiellement les techniques 
d’électrophorèse en champs pulsés qui ont permis d’apporter des informations sur le nombre 
et la taille des molécules d’ADN chromosomique puis d’évaluer la taille du génome haploïde.  
 
V-7-1-1. Variations interspécifiques 
Les données sur les caryotypes moléculaires de différentes microsporidies sont 
résumées à la Table 3. Le nombre de bandes chromosomiques fluctue entre 8 et 18, avec des 
tailles variant entre 2,3 et 19,5 Mb. Le fait marquant est une tendance vers une réduction 
considérable de la taille du génome entier.  
Les plus petits génomes microsporidiens connus à ce jour sont ceux du genre 
Encephalitozoon: 2,3-2,4 Mb chez E. intestinalis  (Peyretaillade et al, 1998 ; Sobottka et al, 
1999), 2,4-2,5 Mb chez E. hellem (Sobottka et al, 1999 ; Delarbre et al, 2001) et 2,9 Mb chez 
E. cuniculi (Biderre et al, 1995). Nettement inférieures à celle du chromosome d’Escherichia 
coli K12 (4,6 Mb ; Blattner et al, 1997), ces tailles chevauchent la gamme offerte par d’autres 
bactéries telles que celles du genre Staphylococcus (de 1,8 Mb chez S. thermophilus à 2,9 Mb 























Biderre et al, 1994 
Nosema bombycis 15,3 18 Kawakami et al, 1994 
Nosema pyrausta 10,5 13 Munderloh et al, 1990 
Nosema furnacalis 10,2 13 Munderloh et al, 1990 
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Nassonova et al, 2005 
Encephalitozoon cuniculi 2,9 11 Biderre et al, 1995 
Encephalitozoon hellem 2,6 13 Biderre et al, 1999a 
Encephalitozoon intestinalis 2,3 10 Biderre et al, 1999a 
 
Tableau 3 : Taille du génome haploïde et nombre de chromosomes chez quelques 
microsporidies (évaluations d’après les caryotypes moléculaires).  
 
La taille maximale atteint 19,5 Mb pour Glugea atherinae (Biderre et al, 1994), une 
microsporidie de poisson formant des spores nettement plus grandes (~ 8 µm) que celles 
d’Encephalitozoon spp (~ 2 µm). Ainsi, le rapport entre les valeurs C minimale et maximale 
chez les microsporidies est actuellement de 8,4. La variation au sein d’un genre donné semble 
particulièrement importante pour Nosema : de 7,4 Mb (8 chromosomes) chez N. costelytrae  à 
15,3 Mb (18 chromosomes) chez N. bombycis  (Munderloh et al, 1990, Malone et McIvor, 
1993 ; Kawakami et al, 1994).  
Notons que des spores monocaryotiques et diplocaryotiques co-existent dans les 
xénomes induits par Spraguea lophii, ce qui faisait parfois douter de l’homogénéité de cette 
espèce. Les caryotypes moléculaires des deux types de spores isolées à partir d’un même 
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xénome se sont révélés identiques, suggérant la conservation du même lot de chromosomes 
pour une seule espèce (Mansour et al, 2004). 
 
V-7-1-2 Variations intraspécifiques 
Une variabilité intraspécifique de la taille des chromosomes a été signalée pour la 
première fois chez Vavraia oncoperae, après comparaison de deux isolats issus de deux hôtes 
insectes différents. L’incidence sur la valeur haploïde est plutôt notable : 8 Mb versus 10,2 
Mb  (Malone et McIvor, 1993). 
Chez E. cuniculi, trois souches (I, II et III) aux profils antigéniques distincts ont en 
effet été clairement différenciées au niveau du génotype sur la base de la variation du nombre 
de répétitions d’un tétranucléotide (GTTT) dans l’espaceur transcrit interne (ITS) de l’ADNr 
(Didier et al, 1995). Six variants caryotypiques (A-F) ayant été distingués parmi 15 isolats 
différents, le polymorphisme chromosomique a pu être mise en évidence pour les souches I et 
II  (Biderre et al, 1999). La comparaison de certains de ces variants au moyen d’une technique 
d’analyse bidimensionnelle (KARD) a permis de préciser ce polymorphisme au niveau des 
fragments de restriction de plusieurs chromosomes (Brugère et al, 2001). Les événements 
d’insertion-délétion (Indels) couvrent chacun 3 à 5 kb et concernent principalement les 
extrémités chromosomiques. La diploïdie du noyau d’E. cuniculi est bien perçue lorsque le 
polymorphisme affecte certains chromosomes homologues. Chez E. hellem, trois génotypes 
différant par l’ITS de l’ADNr peuvent être aussi distingués (Mathis et al, 1999) et le 
caryotype électrophorétique est également sujet à variation (Sobottka et al, 1999 ; Delarbre et 
al, 2001).  
La plasticité du génome semble particulièrement grande chez Paranosema grylli, 
espèce diplocaryotique monomorphe parasitant le grillon (Nassonova et al, 2005). Le profil 
PFGE unidimensionnel des spores isolées à partir du corps gras de chaque insecte est 
caractérisé par une trentaine de bandes migrant entre 135 et 485 kb et d’intensité très variable. 
Les résultats d’analyse KARD ont fait conclure à un lot de 17 chromosomes dont les 
homologues sont extrêmement polymorphes, cette hétérogénéité étant mise en relation d’une 
part avec la non-clonalité de la population parasitaire et d’autre part avec l’évolution 





V-7-1-2 Cartographie en 2D (par la technique KARD-PFGE) 
La technique KARD-PFGE (« Karyotype And Restriction Display ») est une 
technique de 2D PFGE qui assure la résolution rapide des fragments de restriction d’un 
génome, pour une enzyme donnée, chromosome par chromosome, sous réserve que ce 
génome soit fractionnable par PFGE et que le nombre de sites de restriction ne soit pas trop 
élevé. Diverses analyses sur le génome entier à une échelle subcaryotypique peuvent alors 
être envisagées. 
Dans le cas d’un organisme où aucune carte physique n’est disponible, cet outil permet 
la discrimination d’isolats sur des bases moléculaires. Des chromosomes homologues dont la 
taille ne varie que de 3 à 5 kb ont pu être discriminés sans hybridation moléculaire (Brugère et 
al, 2000a ; Brugère et al, 2000c), montrant ainsi l’intérêt de cette technique dans la 
détermination de la ploïdie. De plus, des éléments caractéristiques du génome sont 
directement mis en évidence, comme par exemple la zone de répétition en tandem des gènes 
ADNr chez S. cerevisiae (Brugère et al, 2000b) ou la structure particulière des régions 
télomériques chez E. cuniculi (Brugère et al, 2000a). Des modifications chromosomiques 
doivent être détectables, comme les translocations et les cassures-réparations de chromosomes 
qui sont particulièrement importantes en physiopathologie des parasites (Lanzer et al, 1995).  
 
V-7-2 Données du séquençage systématique 
 
V-7-2-1 Chez Encephalitozoon cuniculi  
 
L’annotation des séquences des 11 chromosomes composant le génome d’E. cuniculi a 
révélé près de 2000 gènes potentiels codant les protéines (Katinka et al, 2001). La densité 
génique est très élevée, soit un gène par kb pour l’ensemble des « cores » chromosomiques. A 
ce jour, le seul génome nucléaire présentant une densité génique similaire est un minuscule 
génome (550 kb réparti sur 3 chromosomes) appartenant au noyau résiduel (nucléomorphe) 
d’un endosymbionte algal hébergé par la crytomonadine Guillardia theta (Douglas et al, 
2001). Cette forte densité est corrélable à la réduction des espaces intergéniques (129 pb en 
moyenne chez E. cuniculi) mais aussi à la compaction des gènes eux-mêmes. Seulement une 
quinzaine d’introns très courts (moins de 60 pb) ont été détectés, principalement au début de 
la région 5’ des gènes de certaines protéines ribosomales. De la comparaison avec les 
homologues d’autres organismes, il ressort que les séquences traduites sont aussi sujettes au 
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raccourcissement : 80% des protéines sont plus courtes que les homologues chez S. 
cerevisiae, le taux moyen de réduction atteignant 15% (Katinka et al, 2001). Les alignements 
multiples de séquences montrent des délétions dans les régions non essentielles des protéines, 
l’étendue des délétions étant particulièrement évidente dans de grandes ATPases telles que la 
dynéine et la midasine (Vivarès et al. 2002). L’assignation des domaines protéiques conservés 
de la banque de données CDD (NCBI) a confirmé que le protéome potentiel d’E. cuniculi 
présentait l’organisation en domaines la plus simple parmi tous les Eucaryotes unicellulaires 
jusqu’alors étudiés (Koonin et al, 2004). Les duplications géniques sont peu nombreuses et 
aucun élément transposable n’a été mis en évidence. Par contre, de courtes séquences répétées 
ont été identifiées dans les régions subterminales des différents chromosomes. L’assemblage 
quasi-complet des extrémités du chromosome I (Peyret et al, 2001) a révélé une seule copie 
d’ADNr 16S-23S au niveau de chaque subtélomère, ceci en accord avec les données de 
cartographie par 2D-PFGE concluant à un total de 22 copies pour les 11 chromosomes 
(Brugère et al, 2000).  
En dépit de la compaction génique, le potentiel de codage du génome d’E. cuniculi 
n’est pas très grand, ce qui suppose une substantielle perte de gènes au cours de l’évolution du 
parasite. Nombre de déficits sont corrélables à la forte dépendance nutritionnelle et 
énergétique vis-à-vis de la cellule-hôte. Les gènes pour des enzymes impliquées dans la 
biosynthèse de petites molécules (acides aminés, oses, acides gras) sont effectivement très 
fortement sous-représentés. Le métabolisme des nucléotides apparaît limité aux principales 
interconversions. La grande majorité des protéines mitochondriales ne sont pas codées, tant 
pour la production d’énergie (cycle de Krebs, β-oxydation des acides gras, chaîne respiratoire 
et phosphorylation oxydative) que pour la réplication et l’expression d’un génome 
extranucléaire. L’éventail pour la plus grande famille de transporteurs (famille ABC) s’est 
révélé restreint à 13 membres (Cornillot et al, 2002). Certains complexes multi-protéiques 
conservés sont apparemment simplifiés. En fait, la diversité des familles et superfamilles 
protéiques connues se trouve considérablement réduite, même par rapport à d’autres parasites. 
Seulement 364 super-familles ont été dénombrées chez E. cuniculi, contre 620 chez Candida 
glabatra et 566 chez Plasmodium falciparum (Madera et al. 2004, http://supfam.mrc-
lmb.cam.ac.uk/SUPERFAMILY). Toutefois,  près de la moitié des protéines prédites étant à 
fonction inconnue et l’évolution des gènes microsporidiens étant très rapide, il ne peut être 
exclu que la divergence de certaines séquences communes moins conservées (sous-unités 





V-7-2-2 Chez Antonospora locustae 
 
La taille du génome haploïde de la microsporidie d’insecte Antonospora locustae (ex- 
Nosema locustae) a été estimée après PFGE à 5,3 Mb (Street, 1994). Un séquençage partiel 
(685 kb) de ce génome a permis  un début de comparaison avec le génome d’E. cuniculi, 
(Slamovits et al, 2004). Bien que les deux espèces considérées soient phylogénétiquement 
éloignées, le degré de synténie est élevé. Le pourcentage de gènes dans le même contexte  
atteint 13% et la succession d’autres gènes (30%) ne diffère que par quelques réarrangements. 
Contrastant avec la rapidité d’évolution des séquences, cette apparente stabilité de l’ordre des 
gènes dans des génomes microsporidiens a alors été supposée en relation avec la compaction 
et la faible fréquence de recombinaison. Le projet de séquençage du génome entier d’A. 
locustae a actuellement produit un ensemble de contigs portant 2606 ORF 
(http://gmod.mbl.edu/perl/site/antonospora01?page=orfs). 
 
V-7-2-3 Chez Vittaforma corneae 
 
Quelques éléments d’informations sur le génome de Vittaforma corneae, 
microsporidie responsable d’une kératite de la cornée chez l’Homme, ont été apportés après 
séquençage aléatoire de fragments représentant un total de 41 kb (Mittleider et al, 2002). Les 
séquences uniques couvrent 26,7 kb  et concernent 21 gènes différents. L’usage des codons 
semble très différent de celui d’E. cuniculi. La détection d’un homologue de transcriptase 



































Chapitre 1: Régionalisation et organisation mosaïque des 
subtélomères des chromosomes de la microsporidie 
Encephalitozoon cuniculi. 
 




Lavie Laurence*, Faye Ngor* Dia Ndongo, Yeramian E., Duroure C., Méténier Guy, 
Toguebaye Bhen S, Vivares Christian and Cornillot Emmanuel. 
 
 
Ce premier article présente une étude sur l’organisation des extrémités des 11 
chromosomes de la microsporidie Encephalitozoon cuniculi. Un travail de cartographie 
physique (préliminaire au séquençage) avait révélé l’association d’une unité ADNr 16S-23S à 
chaque extrémité chromosomique. Lors du séquençage du génome, seulement trois unités 
ADNr ont été intégrées aux séquences consensus des chromosomes (deux pour le 
chromosome I et une pour le chromosome IV), illustrant nettement le caractère incomplet de 
l’assemblage des régions subtélomériques et télomériques.  
La première étape de ce travail a été de rechercher et comparer les séquences répétées 
des consensus chromosomiques, à l’aide du logiciel Miropeat. Des segments homologues 
(sans « gaps »), de plus de 1 kb, ont ainsi été détectés dans différents chromosomes au niveau 
des extrémités. Quinze types de répétitions (r01 à r15) sont distingués, la répétition r01 étant 
caractérisée par une unité ADNr. La conservation de séquence sur de plus longues distances 
(avec la présence de quelques insertions/délétions) a conduit à définir 8 blocs de répétitions 
(EXT1-EXT8). Par exemple, le bloc EXT1 sur chaque extrémité du chromosome I comprend 
la série r02-r03-r04-r15, en allant de l’ADNr vers le cœur du chromosome, et les variants 
présumés de EXT1 sur d’autres extrémités chromosomiques sont réduits à r02-r03-r04, r02-
r03 ou seulement r02. Les blocs EXT partagent entre eux des régions d’homologies 
correspondant à des CDS prédits par l’annotation. Ces CDS forment quatre familles 
multigéniques (interAE, interB, interC, interD).  
Des amplifications PCR avec des amorces spécifiques des différentes répétitions et de 
l’ADNr ont permis de valider les jonctions entre blocs EXT et cœurs chromosomiques ainsi 
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que l’ancrage de ces blocs à l’ADNr. Deux régions subterminales particulièrement tronquées 
(IIIβ et IXα) ont été reconstituées après séquençage de certains produits de longues PCR.  
L’organisation en mosaïque des régions subterminales suggérant de fréquents 
événements de recombinaison, l’algorithme BLAST a été utilisé pour décrire les sites de 
recombinaison. La région ADNr et la jonction EXT7/EXT6 montrent des sites « précis » de 
recombinaison. Des sites « approximatifs » (résolution moyenne de 100 pb) sont 
régulièrement détectés au niveau des zones de transition entre les blocs EXT et les cœurs 
chromosomiques. Ces sites approximatifs sont des points chauds de recombinaisons car 
correspondant à plus de deux types de combinaisons de séquences ADN. Un total de 19 sites 
de recombinaison a été dénombré. L’absence d’homologie entre extrémités recombinantes 
témoigne d’une réparation par NHEJ (« non-homologous end joining »). Le caractère 
mosaïque de la structure des extrémités laisse penser que ce processus de réparation implique 
un échange d’extrémité chromosomique. Deux arguments nous confortent dans cette 
hypothèse : 
1- la conservation de la séquence associée aux télomères dans tous les événements de 
recombinaison. 
2- la quasi-absence d’inversion lors des recombinaisons. 
La régionalisation chromosomique est clairement marquée par des différences de 
composition en bases. Le contenu en GC décroît en allant du centre vers chaque région 
subterminale d’un chromosome donné pour atteindre un minimum de l’ordre de 25%. Cette 
décroissance est suivie d’une forte augmentation dans l’EXT et l’ADNr (taux moyen : 60%). 
La modélisation de la dénaturation de l’ADN à 74°C au moyen de l’algorithme Genefizz 
(interface web à l’institut Pasteur) suggère que les blocs EXT peuvent être assimilées à des 
régions « fermées » du génome. Ces régions ont un taux de dissociation de la double hélice 
plus faible que les régions « ouvertes » lorsque l’on modélise un chauffage de la molécule 
d’ADN. Une analyse plus fine montre une alternance de zones « ouvertes » et « fermées ». 
Les régions fermées corrèlent avec celles contenant les sites de recombinaison. 
L’analyse simultanée des biais AT et GC est présentée selon une approche graphique 
originale. L’ADN est parcouru dans un plan. Un curseur peut, par exemple, se déplacer de 
gauche à droite selon qu’il rencontre un A ou un T et de haut en bas selon qu’il lit un G ou un 
C. Les régions centrales des chromosomes de E. cuniculi apparaissent très compactes, le 
déplacement du curseur dans ces régions étant proche du mouvement brownien. Les régions 
extrêmes, en particulier les blocs EXT, présentent un enrichissement marqué en purines qui 
pourrait être la signature d’une réplication unidirectionnelle des extrémités chromosomiques. 
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Ces derniers résultats indiquent que des facteurs tels que la transcription, la réplication 
et l’hétérochromatinisation influencent la composition en bases de l’ADN des extrémités 
chromosomiques. Il est remarquable que cette influence concerne, chez E. cuniculi, la région 
de transition entre ADNr et cœur chromosomique, région portant aussi la signature de 
nombreux évènements de recombinaison. Celle-ci méritait donc une appellation spécifique : 
la « région subterminale ». Il est vraisemblable que les gènes conservés dans un tel contexte 









































Chapitre 1 : Régionalisation et organisation mosaïque des 
subtélomères des chromosomes de la microsporidie 
Encephalitozoon cuniculi. 
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Encephalitozoon cuniculi is a microsporidian parasite harbouring a very small nuclear 
genome (2.9 Mbp for 11 chromosomes) in which one 16S-23S rDNA unit is associated with 
each chromosome end. However, the published genome sequence contains only 3 of the 22 
expected rDNA units because of the incomplete assembly of subtelomeric contigs. To better 
characterize the organization of E. cuniculi subtelomeres, we undertook the mapping of all 
duplicated segments upstream of rDNA and the analysis of major biases in nucleotide 
distribution. Fifteen types of repeated segments (without any gap over one kbp) are detected 
at the ends of the available chromosome sequences. Some repeat series are shared by several 
subtelomeres, which let us to distinguish eight homology blocks (EXT1 to EXT8). Long-
range PCR and sequencing data validate the junctions with rDNA and allow the re-assembly 
of missing regions. EXT block and sub-block boundaries reflect 20 recombination sites in 
which the disruption of sequence homology is suggestive of translocations involving double-
strand break repair. Most CDSs of unknown function (122) are ascribed to four potential 
multigene families. Each transition from chromosome core to subtelomere is marked by an 
abrupt increase in GC content and the modelling of DNA denaturation shows a relationship 
between recombination sites and “open-closed” transitions. Two-dimensional representation 
of GC and TA skews reveals nearly monotonic functions for EXT and rDNA regions, 
contrasting with multiple loops for chromosome cores. Some similar physicochemical 
signatures are detected in the subtelomeres of Guillardia theta, a eukaryotic endosymbiont 
also having a reduced genome with one rDNA unit at each chromosome end. The preservation 
of plastic subtelomeric domains with multigene families in E. cuniculi is possibly related to 

















Subtelomeres are chromosomal regions that extend upstream of the telomeres and 
harbour a set of repeated DNA sequences with a variable complexity among eukaryotic 
organisms (1-3). They are commonly divided into distal and proximal domains. In close 
proximity of telomeric repeats, the subtelomeric distal domains typically exhibit degenerate 
telomere-like tracts and some other tandemly repeated sequences. The proximal domains are 
generally characterized by more or less extensive segmental duplications that may house gene 
clusters. The dispersal of these homologous blocks among different chromosomes supports 
the occurrence of ectopic recombination events that should be facilitated by spatial clustering 
of telomeres at the nuclear periphery (4-5). Some retrotransposon families may be fully 
integrated to subtelomeres, e.g. Ty5 elements in Saccharomyces cerevisiae (6). However, the 
presence of various multigene families is a more common feature and differential expression 
of their members is known to play significant roles in the adaptation of microorganisms to 
environmental changes. This has been particularly documented through studies on antigenic 
variation processes in human parasites, such as Plasmodium falciparum (7), Trypanosoma 
brucei (8) and Pneumocystis carinii (9).  
The present study deals with subtelomere organization in the nuclear genome of 
Encephalitozoon cuniculi, a species assigned to Microsporidia, a group of fungi-related 
unicellular eukaryotes which live as obligate intracellular parasites in most animals and form 
environmentally resistant spores (10). This species can infect a wide range of mammalian 
hosts and has been recognized as an opportunistic human pathogen in immunodeficient 
patients (11-12). Consisting of 11 small chromosomes (from 217 to 315 kbp), the E. cuniculi 
genome is only ~ 2.9 Mbp in size (13). As judged by restriction mapping, the extreme regions 
of all these chromosomes share a common pattern, over approximately 15 kbp, marked by the 
presence of one 16S-23S rDNA transcription unit (14). Three E. cuniculi strains (I, II and III) 
have been distinguished through some immunological and molecular criteria, especially on 
the basis of a variable number of GTTT repeats within the unique rDNA internal transcribed 
spacer separating the two rRNA-coding regions (15). Comparative analyses of isolates 
differing in host and/or geographic origin have revealed inter- and intra-strain karyotype 
variability (16-17). Chromosomal length polymorphisms (CLPs) are mostly related to 
insertion-deletion events (Indels), over 3-10 kbp, having occurred within transition zones 
between rDNA units and chromosome cores (18). Thus the plasticity of E. cuniculi genome 
appears to be mainly related to DNA rearrangements in subtelomeric areas. 
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Exemplifying a trend to an extreme genome size reduction among eukaryotic lineages, 
the genome of E. cuniculi GB-M1 (strain I) has been sequenced and found to contain about 
2000 potential protein-coding genes that are densely packed and very rarely interrupted by 
small-sized introns (19). Although single-copy genes are predominant in this miniaturized 
genome, the two ends of the smallest chromosome (chromosome I) share a common segment 
of  ~ 37 kbp that encompasses the subtelomeric rDNA unit and covers a cluster of six genes 
(20). This repeated organisation with a dyad symmetry does not seem to be applicable to other 
E. cuniculi chromosomes. However, it should be stressed that the use of “Whole Genome 
Shotgun” (WGS) approach failed to achieve sequence coverage for most chromosome ends, 
as indicated by the integration of only three rDNA units into the set of consensus sequences 
that were submitted to GenBank/EMBL databases: two units for chromosome I and one for 
chromosome IV (19).  
With the working hypothesis that microsporidial subtelomeres may accommodate 
some multigene families involved in host-parasite relationship, our primary objective was to 
get a map of all the repeated blocks characteristic for the junctions between rDNA units and 
chromosomal cores in the E. cuniculi genome. After bioinformatics analysis of chromosome 
consensus sequences, we initiated the reconstruction of lacking regions through a strategy of 
long-range PCR amplification. Nucleotide distributions (GC content, GC- and AT-skew) 
along the chromosomes were also examined. 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Purification of Encephalitozoon spores and DNA extraction 
 
 Encephalitozoon cuniculi GB-M1 isolate was grown in vitro in either Madin-Darby 
canine kidney (MDCK) cells or human foreskin fibroblasts (HFF) at 37°C, as described 
elsewhere (21). Culture supernatants containing large amounts of parasite spores were pooled 
then subjected to centrifugation at 3,000 x g for 10 min. The obtained pellet was further 
treated 15 min at 50°C with 1% SDS to eliminate residual host cell material. Spores were then 
washed and stored in phosphate-buffered saline (PBS) at 4°C until use. 
 DNA extraction was performed using the Elu-Quick kit (Whatman Schleicher & 
Schuell Bioscience, Mantes la Ville, France). About 109 spores were transferred in 120 µl of 
NaI-containing lysis buffer and incubated for 15 min at 50°C. After mixing with 240 µl of 
NaClO4 binding buffer, 60 µl of glass milk solution were added. The suspension was gently 
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shaken at room temperature for 10 min then centrifuged at 7,000 x g for 30 s. The glass milk 
was washed in 1 ml of a salt buffer following manufacturer recommendations. Twenty µl of 
distilled water were added to the recovered DNA. Aliquots of one thousand times diluted 
solution were used for PCR amplification. 
 
PCR amplification and DNA sequencing 
 
PCR primers are described in Table 1. Long-PCRs were performed using the 
Triplemaster PCR system (Eppendorf, Le Pecq, France). Amplification started with 10 cycles 
of a two-step program: DNA melting during 20 s at 94 °C plus annealing/elongation at 68°C 
with time depending on the estimated amplicon length (3-12 min). Then, 20 cycles of a 
second two-step program during which the annealing/elongation time is increased by 20 s to 
each cycle, were applied.  
For further partial sequencing, amplified DNA fragments were first partially digested 
with Sau3AI enzyme (New England Biolabs, Ipswich, MA, USA) for 30 min at 37°C then 20 
min at 65°C, except for LKIXα3/Lr02r2 amplicon that was restricted with StyI because of the 
rarity of its Sau3AI sites. Sau3AI fragments were cloned in a BamHI dephosphorylated 
pUC118 vector whereas Sty1 fragments were cloned in a CIP dephosphorylated empty 
pGEM-T linearised by StyI (New England Biolabs). Sizing was performed between 0.5 and 
1.5 kbp. The number of sequenced clones per amplified fragment was 25 for 
Lr05debrev/Lr02r1-2, 34 for Lr05debrev/Lr13dir3, 47 for Lr08rev/Lr02r1-2, 16 for 
LKIXα/Lr02r1-2, 63 for LKIXα3/Lr02r2 and 23 for LKIIIβ2/Lr02r1-2. DNA sequencing was 




Miropeat software (22) was compiled on either UNIX Solaris or LINUX operating 
system. The source code was distributed by the Washington University server 
(http://genome.wustl.edu/pub/software/miropeats). The known E. cuniculi chromosome 
consensus sequences were compared to each other through the use of three-sequence 
combinations (Supplementary data, Fig. S1). Blastall program was downloaded from NCBI 
ftp server or used through the web portal (www.ncbi.nlm.nih.gov/blast). GeneFizz server was 
used for analyzing base skews along DNA strands (http://pbga.pasteur.fr/GeneFizz) (23). The 
DNA walk algorithm was an automaton reading the sequence from 5’ to 3’ (24) and was 
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implemented with a movement going from the (0.0) coordinate toward  up, down, left and 
right for G, C, A and T bases, respectively. Graphic representation was performed using either 





Most repeated DNA segments are clustered at the ends of E. cuniculi chromosome 
consensus sequences  
 
A search for gap-free repeats in the consensus sequences of E. cuniculi chromosomes 
was achieved using Miropeat software. Only a few small repeats were detected within 
chromosome cores. By contrast, a significant redundancy of large DNA segments was evident 
in extreme regions. Fifteen types of repeats (r01 to r05) were discriminated and mapped to the 
11 chromosomes as schematized in Figure 1. Repeat numbering was end-to-core organized 
and sequences were extracted in the same orientation. The two ends of every individual 
chromosome (Σ) were designated as Σα and Σβ, referring to the 5’ and 3’ ends of the Watson 
strand of the sequence deposited in the database, respectively. Precise coordinates of the 
considered sequences are as found in EMBL annotation files (Supplementary information). 
The largest repeated segments (2.7-13.6 kbp) mainly exist as 2-4 copies. The extensive 
duplication on chromosome I (20) is marked by the symmetrical arrangement of five repeats: 
(Iα) r01-r02-r03-r04-r15 / r15-r04-r03-r02-r01 (Iβ). The r01 repeat (10 kbp) covers the 16S-
23S rDNA unit with large flanking regions. Five segments of unique type (be1 to be5) extend 
between some repeats on three chromosomes, the largest one (be3, 9 kbp) being intercalated 
between r02 and r09 on VIIIβ.   
Incomplete assembly of subtelomeric regions was evident through the three following 
observations (i) the rDNA-containing repeat r01 is only re-found on IVα whilst previous 
physical mapping data have shown that each subtelomere encloses an rDNA unit (14), (ii) no 
repeats are detected on IIIβ and IXα, and (iii) partial r02 segments at IIß, IIIα, Vα, 
VIIα, VIIIα, IXβ and Xβ  are likely due to artificial truncations. However, it should be noted 
that a shortened repeat version cannot be considered as an artefact when found in internal 
position. This is the case of two small r05-type segments bordering an r14 copy on VIβ, the 
three other r14 copies (on IIα, VIα and VIIα) being flanked by unique DNA sequences. 
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In a round of sequence comparison, homologous DNA segments were assigned to only 
eight categories (EXT1 to EXT8) as a result of the clustering of some adjacent gap-free 
repeats (Figure 1). Because of lacking distal sequences and/or natural rearrangements, the 
individual blocks within a same category are rather variable in length. For example, EXT4 
covers the series r07-r08-r12 (17.7 kbp) on XIα but is apparently restricted to r08-r12 (14.2 
kbp) on Vβ or only r07-r08 (3.4 kbp) on Xα. Short unique “be” segments may be associated 
with one or two adjacent repeats, e.g. r05-be1-r14 for EXT2 and r13-be2-r14 for EXT5. Only 
the be3 segment on VIIIβ persisted as a single copy but, waiting for information about 
missing sequences, this segment was also retained for further analysis and designated as 
EXT7.  
To take into account the fact that every complete E. cuniculi subtelomere should 
present a conserved region encompassing an rDNA unit, the r01 repeat was excluded from 
EXT1 block. In addition, since the r01-r02 transition was only defined by a small gap on 
chromosome IV (compared to chromosome I), it was useful to ascertain whether the 
conserved region may overlap r02. Two breakpoints of sequence homology were detected 
within the largest r02 version (10 kbp on chromosome I) and positioned at about 3 kb and 5 
kb from r01-r02 transition. The breakpoint at 3 kbp was shared by IIIα, Vα and Xβ, and the 
second one by VIIα and IXβ. Two “rDNA-related” subtelomeric segments were therefore 
distinguished: S1, designating the most conserved segment that largely includes the rDNA 
unit and extends up to the first breakpoint, with a length of 13.5 kbp (10.5 kbp for r01 + 3 kbp 
for 5’part of r02) and S2, representing the additional 2-kbp segment bounded by the two 
breakpoints.  
Clearly anchored with the ensemble S1+S2, three EXT1 blocks on Iα, Iβ and IVα 
were the most representative of complete junctions with chromosome cores. EXT1 block 
therefore begins with the 3’half of the r02 repeat and can extend on either two or three other 
repeats (r03-r04 on VIIIα, r03-r04-r15 on Iα and Iβ). The r02-r03 boundary has been deduced 
from a loss of homology between Iα and IVα. A feature of the r03 repeat (7.55 kbp) is 
provided by two CDSs (ECU01_0100 and ECU01_0130 in the case of Iα) sharing strong 
homologies in 5’ coding and 5’ flanking regions (over ~700 bp). The r03-r04 transition is 
marked by a G insertion on VIIIα, at the middle of a 2.9-kbp region devoid of large ORFs and 
detected CDSs. In contrast, r04 and r15 repeats harbour several duplicated house-keeping 
genes. An aminopeptidase-dihydrofolate reductase (dhfr)-thymidylate synthase (ts) gene 
cluster is indeed specific to r04 repeat. Three other adjacent genes, encoding serine 
 103
hydroxymethyltransferase, an ABC transporter and a protein related to the NAP/SET family 
are characteristic for r15 repeat, restricted to chromosome I. 
 
Long-PCR amplifications provide evidence for linkage of all EXT domains to rDNA 
units  
 
As a prerequisite to the determination of lacking subterminal sequences among E. 
cuniculi chromosomes, the organization of all EXT blocks and putative anchoring with rDNA 
were investigated by long-PCR amplification with specific intra-repeat and rDNA 
oligonucleotides (figure 2). PCR product sizes well fit with predictions from consensus 
sequences as regard to the junction of rDNA region (S1 + S2) with EXT1 on Iα, Iβ, IIβ, IVα, 
VIIIα and VIIIβ ends. We also validated four rDNA-EXT3 junctions (on IIIα, Vα, Vβ and 
Xβ) and two rDNA-EXT5 junctions (on VIIα and IXβ), as well as EXT-core junctions. For 
the other chromosomal extremities, the purpose was to determine the connections with EXT2 
and EXT4 and the fully missing sequences for IIIβ and IXα. Only one major PCR product 
was obtained in each experiment based on the use of an EXT2- or EXT4-specific primer. 
Length conservation of the amplicon suggests a same interval separating rDNA unit from 
EXT2 on two chromosome ends (IIα and IVβ) or from EXT4 on six chromosome ends (VIα, 
VIβ, VIIβ, Xα, XIα, XIβ). As these amplifications were successful with rDNA primers 
designed to both sides of the first breakpoint in r02, it is confirmed that the r02 left sequence 
is omnipresent on E. cuniculi chromosome ends. PCR data also indicated that currently 
known sequences for IIIβ and IXα are located at about 20 and 4 kbp from rDNA 
oligonucleotides, respectively (Figures 2 & 3).  
The four PCR-amplified regions corresponding to unknown junctions for EXT2, 
EXT4, IIIβ and IXα were partially digested, cloned, and then sequenced. After comparison 
with genome data, the new sequences were assigned to some EXT sub-blocks (Figure 3) and 
all the transitions between these sub-blocks were checked by PCR. By this way, we 
demonstrated that rDNA-EXT2 and rDNA-EXT4 junctions occur via EXT5-1 and EXT3-1 
sub-blocks, respectively. The reconstruction of IIIβ revealed an organization quite similar to 
VIβ, through the following sub-block order: (EXT3-1)-(EXT4-1)-(EXT2-2)-(EXT2-3). The 
organization of IXα, represented by the series (EXT5-1)-(EXT5-2), was related to VIIα and 
IXβ, with significant divergence near EXT-core transition. It is noteworthy that the 
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reassembly of genome reads has confirmed these experimental results. Indeed, no major 
contigs were really missing, the main problem being to perform unambiguous contig joining.  
 
Twenty hot spots of recombination are found inside EXT blocks 
  
The irregular distribution of subtelomeric repeats among the different chromosomes of 
E. cuniculi (Figure 4) being suggestive of a significant reshuffling of chromosome ends, a 
third round of sequence comparison (using BLAST algorithm (25)) was performed to detect 
all the homology breakpoints inside EXT blocks (detailed data are given in supplementary 
information Figure S2 and EMBL files). Most breakpoints identified in more than one 
sequence combination, thus appearing as hot spots of recombination. “Precise” sites, for 
which it was possible to give a point value to the coordinate of DNA exchange, occupy distal 
positions (closer to rDNA), except for EXT7-EXT6 junction. “Approximate” sites deduced 
from a significant loss of homology between compared sequences, with a mean resolution of 
100 bp, were systematically closer to chromosome cores. Interchromosomal sequence 
divergence affected the right side of each recombination site and increased when going from 
rDNA block to chromosome core. 
The “precise” sites associated with the rDNA block correspond to the two breakpoints 
found in the r02 repetition. The first disruption point (R01) is mapped at the middle of a 
putative CDS, e.g. ECU01_0050 for EXT1 on Iα, ECU05_0030 for EXT3 on Vα and 
ECU07_0010 for EXT5 on VIIα. The second discontinuity (R02) is representative of the 
transition from S2 block to either EXT1 or EXT5 and is also located within a putative CDS 
(ECU01_0070 for EXT1 on Iα, and ECU07_0040 for EXT5 on VIIα). The other 
recombination sites found on the different chromosomes carrying EXT1 are of “approximate” 
type and are described in Supplementary data (Fig. S2A).  
We used the same approach to characterize recombination events required for 
formation of the seven other types of EXT blocks (Figure 5). A total of 20 recombination sites 
were defined. Some of them may be fused (R10/R19 and R15/R16).  
 
Subtelomeres contain most members of four potential multigene families  
 
Miropeat analysis of different EXT blocks revealed five kinds of repeated tracts, called 
A, B, C, D and E (Figure 6), most of these repeats overlapping predicted CDSs (Figure S2). In 
fact, the A and E repeats correspond to the C-terminal and N-terminal regions in a same CDS, 
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respectively. Moreover, the A and B repeats share sequence similarities and have been 
assigned at the amino acid level to the same DUF1609 domain in Pfam-A database. The C 
repetitions are characteristic for putative proteins sharing a DUF1686 domain. This provided 
the opportunity to classify the repeated CDSs into four potential multigene families called 
interAE, interB, interC and interD.  
We counted 19 interAE, 32 interB, 8 interC and 63 interD loci, some of them being 
extrapolated from previous data. While interAE, interB and interD families are restricted to 
subtelomeres, twelve additional interC genes are present in three chromosome cores: 8 for 
chromosome IX, 2 for chromosome X and 2 for chromosome XI. The transcriptional direction 
for all interAE and interB genes is the same as the rDNA unit, i.e. towards the telomere, in 
contrast with interC and interD genes in a centripetal orientation. Evidence for transcription 
capacity has been recently obtained for interB genes (26). 
The subterminal regions of E. cuniculi chromosomes were subsequently analyzed at 
the nucleotide level to look closely in DNA regionalization.  
 
Local changes in nucleotide composition suggest multiple influences at chromosome 
ends 
 The GC% was mathematically calculated using a sliding window (between 100 and 
500bp). This approach is useful to study long-distance tendency but is characterized by a low 
signal-to-noise ratio. As first observed after chromosome I sequencing (20), all the E. cuniculi 
chromosome cores shared a bell-shaped GC% curve with a nearly central apex reaching 54-
59% (up to 9 points above genome average). Just above the background noise, it can be noted 
that the decrease in GC content from the chromosome centre to each sub-terminal region is 
characterized by oscillations with a 15-20 kbp period. The core sequences making the 
transition with EXT blocks exhibit the lowest values (25% on average) whereas EXT and 
rDNA blocks show the highest ones (average at 60%, maximum at 66%). The GC% shift for 
core-to-EXT transition can be evaluated in terms of maximal variation and slope of this 
variation (GCmax – GCmin / DNA length). Xα shows the most dramatic shift with a maximal 
difference of 28.5% and a slope of 3.5 points per 100bp.  
To better evaluate the correspondence between genetic data and GC%, Genefizz web 
interface (http://pbga.pasteur.fr/GeneFizz/) gives access to an implementation of the algorithm 
modelling the dissociation of the two strands of a DNA molecule at a specific temperature, 
with a window of only 20bp (23). At temperatures between 74 and 78°C, the DNA molecule 
is incompletely melted, which makes possible discrimination between “open” (dissociated) 
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and “closed” (double stranded) regions (Figure 7). The higher the GC content, the more the 
DNA sequence should be closed. This method applied to Plasmodium falciparum genome has 
revealed that closed regions correspond to exons whilst open regions generally correspond to 
protein-DNA interaction sites such as promoters (27). In the case of E. cuniculi, EXT blocks 
and chromosome cores globally appeared as closed regions. However, more local 
observations showed that the DNA of each EXT block is clearly marked by an alternation of 
“open” and “closed” regions. The EXT sites for which it was necessary to increase the 
temperature of 3°C to obtain a complete melting of the DNA were thoroughly examined. 
Interestingly, as illustrated in Figure 7, each recombination site coincided with the boundary 
between an open region and the adjacent closed region in distal position. 
 A-T and G-C skews along DNA strands were studied simultaneously in a 2D 
representation, known as “DNA walk” (24). No windows are necessary to calculate the 
function. Unfortunately, at the present time, the degree of DNA compactness can only be 
estimated visually. The resolution for the transition between DNA regions differing in A-T or 
G-C skew is evaluated to ~ 100 bp. The plots obtained for E. cuniculi chromosomes support 
major differences between the textures of core and extreme regions (Figure 8A). Each 
chromosome core appears as a highly compact area with a wealth of loops, this topology 
being preserved at various scales. Such a fractal-like structure means that the DNA 
composition is under the influence of conflicting phenomena. The apparent compactness 
seems to be higher than in a random sequence measuring Brownian motion. By contrast, EXT 
and S regions display near-monotonic functions. The transition between the two different 
topologies fits imperfectly with the analysis of GC content fluctuations. This transition occurs 
between dhfr and ts genes within EXT1, in the case of Iα, Iβ and VIIIα but has a more 
internal position (at ~ 20 kbp from EXT region) in the case of IIα. The EXT and S blocks 
diverge as regard to their near-monotonic function: G and A enrichment for EXT block,   G 
and T enrichment for the S block including rDNA.  
For comparison, the DNA walk procedure was applied to the chromosomes of some 
other unicellular eukaryotes including Plasmodium falciparum, Trypanosoma brucei and 
several yeasts.. In Trypanosoma, the profiles are more reminiscent of Encephalitozoon S 
blocks (figure 8B). The specific GC and AT skew corresponds to a C -> T transition and has 
been considered as the result of unidirectional activity of both DNA and RNA polymerases 
(28). As shown in Figure 8C, Plasmodium chromosome ends exhibit some DNA walk 
properties similar to of Encephalitozoon EXT blocks 
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Subtelomere organization in a eukaryotic endosymbiont (Guillardia theta) resembles 
that in Encephalitozoon cuniculi 
A comparison with the chromosomes of Guillardia theta was especially justified 
because (i) this organism is an algal endosymbiont with a tiny nuclear genome (555 kbp) 
reduced to three small chromosomes (180 kbp on average) and (ii) like in E. cuniculi, each 
chromosome end carries one rDNA unit (29). Miropeat analysis of Guillardia genome 
detected two contiguous repeats, the largest one (12 kbp) being present on all chromosome 
ends (Figure 9). These repeats may be viewed as equivalent to Encephalitozoon S and EXT 
regions, with respect to their relative intrachromosomal location and gene composition. 
Indeed, the segment containing an rDNA unit with the same orientation as in E. cuniculi may 
be assimilated to an S block which is located downstream of a block containing multigene 
families and thus appearing as an EXT block. Some of these genes are housekeeping genes, 
e.g. ubc4 encoding an ubiquitin-conjugating enzyme. All breakpoints in the EXT block are 
found at 13 ± 1 kbp from the telomere. One sub-block is restricted to three chromosome ends 
(2α, 2β and 3α) and characterized by the presence of a TfIID encoding gene. Like in E. 
cuniculi genome, sequence diversity increases close to the EXT-to-core transition and this 
transition is marked by a strong GC% shift.  Because of the AT richness of G. theta 
chromosome cores, the shift is sharper than in E. cuniculi (Figure 9A). A strong influence on 
DNA dissociation temperature is evident (Figure 9B) but currently available genetic data are 
not sufficient to precise some features specifically related to S-EXT junction. However, DNA 
walk analysis did not show significant difference between the two adjacent subtelomeric 
regions (Figure 9D). A monotonic curve is associated with each chromosome end and clearly 
matched with EXT-core transition (G-T enrichment when reading the sequence from core to 
telomere). Thus, in spite of a higher degree of genome simplification in the endosymbiont, 




Genome evolution is commonly characterized by a dynamics of gene duplications and losses. 
As regard to unicellular eukaryotes, comparative analyses of the genome sequences available 
for a large number of hemiascomycetous yeast species (Saccharomyces, Kluyveromyces, 
Ashbya, Debaryomyces, Yarrowia, Candida spp…) have clearly revealed the expansion or 
contraction of specific gene families in distinct clades (30). Gene copies may originate from 
various processes including transposon-mediated gene duplications, segmental duplications 
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and ancient whole-genome duplications. In the case of microsporidia, the knowledge of intra-
phylum genome diversity and gene families is very fragmentary. The genome sizes estimated 
in microsporidian species range between 19.5 Mbp in Glugea atherinae (31) and 2.4 Mbp in 
Encephalitozoon intestinalis (32). This indicates that some microsporidian lineages have been 
subjected to strong genome reduction during evolution. After annotation of the E. cuniculi 
genome sequence, it was evident that the reduction affects the gene content as well as the 
lengths of intergenic spacers and of genes themselves (19). As here investigated, subtelomeric 
repeats persist on all chromosome ends of this small genome, which contrasts with the low 
redundancy of chromosome core-associated genes and lack of large repetitive elements 
related to transposons. The whole length of the DNA allocated to EXT blocks attains about 
300 kbp, thus representing ~ 10% of the haploid genome size. Our long-PCR data have 
confirmed that, for each chromosome end, these blocks extend upstream of a conserved 
region centered on one 16S-23S rDNA unit. The mosaic arrangement of individual repeats 
correlates with the dispersal of the members of four multigene families. Such features are 
commonly attributed to the proximal subtelomeric domain in other organisms (33). Although 
mainly available for chromosome I ends, the terminal sequence extending downstream of 
rDNA is characterized by heterogeneous degenerate tracts of telomeric DNA (20) and can 
therefore be designated as the distal subtelomeric domain.  
Our comparative analyses showed that the dispersal of repeats may be a consequence 
of numerous recombination events. A greater brittleness of the DNA in the subterminal 
region, in comparison with other chromosome parts, may justify some physicochemical 
peculiarities. We indeed showed that this region, although strongly compacted, consists of 
successive opened and closed areas with some specific DNA sites presenting a very 
condensed structure. This alternation could represent a favourable context for DNA bending 
constraints. In such a context, the DNA molecule tends to break more easily. The repair of 
these breaks would then occur by recombination events between the ends of several 
chromosomes.  
This specific chromosomal region can therefore be considered as the meeting point of 
unidirectional influences. Both replication and transcription may play a role in a core-to-end 
direction whereas telosome and heterochromatization act in the opposite direction. Alone, 
these protein complexes and cellular processes were shown to interact with chromosome 
extremities and to be either responsible for base composition skew or associated to 
recombination events. Therefore, we are in favour of a model including physical and spatial 
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constraints to explain the existence of such a region in chromosomes. Two arguments can be 
developed.  
1) The vast majority of recombination events are conservative with respect to the relative 
orientation of EXT sequence at each chromosome extremities. Only two inversions were 
indeed observed, the one encompassing a large portion of EXT6 on VIIIβ and the other being 
restricted to the CDS ECU07_1800 (Q8SUU3 Uniprot accession) on VIIβ. This is in 
agreement with the conception that DNA molecules are oriented in the same way in the 
nucleus. The orientation of the molecules may result of telomere attachment to nuclear 
envelope, as yet proposed for S. cerevisiae or P. falciparum (34-35).  
2) From telomere to R01 recombination site, chromosome extremities only present strain- 
specific variations (17). Such level of conservation in subtelomeric regions was also observed 
in other organisms. The homogenization is the consequence of numerous homologous 
recombination events. At the opposite, recombination events in the subterminal region are 
associated to recombination between non-homologous chromosomes. In both Saccharomyces 
and Plasmodium, the ends of several chromosomes are thought to form “bouquet” structures 
during mitosis (34-35). This clustering should then facilitate some unequal exchanges of DNA 
segments dependent on double-strand break repair processes. 
 Our work has significantly substantiated subtelomere organization in all the 
chromosomes of E. cuniculi GB-M1 (strain I). This should provide a good basis for further 
testing the variability of EXT blocks and EXT-associated gene families in isolates 
representative of strains II and III. Through a first comparative search specifically devoted to 
the interB gene family, we ascertained the presence of interB genes in isolates of E. cuniculi 
strain III and of two other Encephalitozoon species: E. hellem and E. intestinalis (26). InterB 
gene sequences were also identified in Vittaforma corneae and Brachiola algerae, two other 
human-infecting microsporidia, the latter one having a rather complex genome with a large 
range of chromosome sizes (up to 2 Mbp). We expected from the B. algerae genome project 
(Genoscope, Evry, France) to have precise answers about the chromosomal context of the 
conserved interB family and the diversity of subtelomeric gene families in a “bulky”   
microsporidian genome. For a better understanding of the adaptation of microsporidia to their 
host organisms, it will be especially important to determine whether some of these gene 
families may be viewed as species- or genus-specific ones and whether their potential 
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Figure 1. Distribution of the 15 large-sized repeats (r01 to r15) among 20 of the 22 
chromosomal extremities in the Encephalitozoon cuniculi genome. The r01 repeat has been 
ascribed to rDNA. The r04 repeat corresponds to dhfr-ts (dihydofolate reductase - thymidylate 
synthase) gene cluster. Five DNA segments are of unique type: be1 to be5. Neither r01 nor 
r02 are present on all extremities. It raised two questions concerning sequence organisation in 
uncharacterized extremities i) are their more repeats between core and rDNA regions? ii) are 
there more repeats series? Chromosome numbers are indicated (I to XI). 
 
Figure 2. Experimental validation of consensus end mosaic structure observed after sequence 
comparison. The chromosome ends were experimentally reconstructed using long-PCR 
amplification. Amplification products were sometimes larger than 15 kbp. Three hypotheses 
were tested: EXT-to-core transition (e.g. Lr12dir2/LKVβ), rDNA anchoring of core extremity 
(e.g. Lr02r1-2/LKIXα) or rDNA anchoring of EXT blocks (e.g. EXT4 with Lr01-2/ Lr07rev). 
The DNA size marker is Lambda cut by EcoRI and HindIII. Primers sequences are given in 
Table 1. The right diagram indicates relative position of each primer from R01 recombination 
site. 
 
Figure 3. Sub-terminal region of chromosome extremity IIIβ. A. PCR strategy. Some of the 
long-PCR products were sequenced using enzymatic shot-gun. This was useful for 
determining EXT sub-block composition. The polymorphism was weak except at the EXT-to-
core transition (see primers LKIIIβ6rev and LKIIIβ5 which are specific of the EXT2.2 sub-
block at this extremity). The organisation of IIIβ extremity is similar to extremity VIβ, but 
with a longer EXT2 repetition. B. Profiles of PCR products derived from nine primers 
combinations for the IIIβ extremity structure validation. Oligonucleotides positions are 
indicated on the top diagram. All the band sizes are in agreement with the predicted structre 
for this extremity. The marker size used is the 1kb ladder. 
 
Figure 4. Mosaic organization of the 22 sub-terminal regions in E. cuniculi genome. rDNA 
units (S1) are present on all chromosome extremities whereas S2 regions are less frequent. All 
missing information in Figure 1 (hatched region) has been confirmed by long-PCR 
experiment and for some extremities by partial sequencing. Detailed description of each 
extremity is given in supplementary information (Figure S2). 
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Figure 5. Recombination sites determination. Chromosome extremities can be analysed from 
extremity to the core junction. The telomeric and distal regions are conserved among all 
extremities. These regions are associated to the rDNA (ssu and lsu genes) in the S1 sequence 
block. The tree organisation of EXT blocks is in agreement with a growing diversity in 
regions close to the core of the chromosomes. Nodes are recombination sites. Lines represent 
sub-blocks of EXT sequences. Each line is characterized by the approximate size of the sub-
block and the cumulative distance from R01. The R06 recombination site is specific of the 
end of EXT3-1 sub-block. This was deduced from the analysis of the Vα extremity which 
presents the shortest EXT3 sequence (Figure S2C). But the right sequence of R06 can also be 
an EXT sub-block: EXT3-2 or EXT4-1. Extremity IIα and IIIβ sub-terminal organisations are 
respectively drawn with bold plain lines (S1-S2-EXT5-EXT3-EXT2) and bold dashed lines 
(S1-EXT3-EXT4-EXT3-EXT2). The EXT2 block is shared by both extremities (short dashed 
lines). Respective length information are also surrounded by plain are dashed lines. The loop 
at the bottom of schema is specific of the EXT6-2 inversion at VIIIβ extremity. 
 
Figure 6. The EXT blocks contain internal repetitions corresponding to CDS. Miropeat 
software was used with a threshold of 500. The EXT1 sequence was extracted from extremity 
Iα, EXT2 type sequence comes from extremity IIα, EXT3 from Xβ, EXT4 from XIα, EXT5 
from VIIα and EXT6 from Xα. 
 
 
Figure 7. GeneFizz analysis of an E. cuniculi chromosome end (IIα) showing the relationship 
between open-closed transitions and recombination sites. An overview of complete IIα 
organisation can be obtained by addition of newECU02 pseudogene sequence (Acc n° 
AM295151) to VIIα consensus. CDSs are represented by boxes with arrows indicating 
transcription direction and are ordered from telomere (left) to chromosome core (right).  Grey 
colour is applied to the members of four specific multigenic families: interAE, interB, interC 
or interD (Figure 6). Name and Uniprot accession number are given for most CDSs 
(ECU07_0010 to ECU07_0060 on chromosome VII consensus and ECU02_0010 to 
ECU02_0100 on chromosome II).  
A. Genefizz graphical output using five melting temperatures: 72, 73, 74, 75 and 76°C. 
Corresponding colours from 72 to 76°C are red, yellow, dark blue, light blue and violet. GC 
content curve is coloured in green. The EXT region is GC-rich and offers an alternation of 
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“open” (dissociated) and “closed” (double stranded) areas. The DNA molecule is generally 
stable up to 71-72°C. An increase of at least 3°C is required for strand dissociation at some 
loci. Closed segments often match with a region of interAE and interB genes, encoding a 
conserved protein domain (PfamA domain of unknown function, DUF1609). GC shift is 
mapped close to a GAR motif. EXT sub-blocks transitions are marked by recombination hot 
spots (precise sites: vertical dotted lines; approximate sites: hatched areas). R01 and R02 sites 
are precisely mapped. R07 site is related to the truncation of an interB gene, a rare event for 
interB repository. R19 site corresponds to another rare event as it is fused to R10 (EXT4-
EXT2 junction). R08b is a precise recombination site justifying the loss of homology between 
EXT2 and EXT3 (coord. 5196 on chromosome II). The position of R09 site is less clear 
because close to Vα EXT-core transition. R20 site is specific to the boundary between EXT2-
2 and chromosome core. B. Genefizz graphical output using five other melting temperatures: 
69, 70, 71, 72 and 73°C.  
 
Figure 8. GC and AT composition skew in chromosomes of Encephalitozoon cuniculi and 
some other eukaryotes.  
A. Encephalitozoon cuniculi chromosome I. The insert shows whole chromosome analysis. 
Terminal regions (EXT and rDNA) present biases in base composition. The profile obtained 
for Iα end is enlarged. The major tendency is represented by an A enrichment from terminus 
to core. The C enrichment associated with rDNA region extends in the EXT1 block but with 
AT skew inversion. A series of CDSs is indicated (ECU01_0040 to ECU01_0170).  
B. Trypanosoma brucei chromosome III (Acc n° CP000066). Genes in kinetoplastid genomes 
are expressed as large polycistronic transcriptional units. A unidirectional influence of RNA 
polymerase over several hundreds of kbp may justify a GT enrichment in the non-transcribed 
strand because of C-> T transition in the non protected strand (28). Twelve regions 
corresponding to different transcription units correlate with skew inversion, providing a 
foliated structure. 1, Tb927.3, 100-510; 2, Tb927.3.520-860; 3, Tb927.3.870-1490; 4, 
Tb927.3.1500-2260; 5, Tb927.3.2270-2490; 6, Tb927.3.2500-3410; 7, Tb927.3.3440-4000; 8, 
Tb927.3.4010-4890; 9, Tb927.3.4900-5740; 10, Tb927.3.5750-5770; 11, Tb927.3.5780-5830; 
12, Tb927.3.5840-5900. A similar phenomenon is observed with bacterial genomes where 
genes are frequently transcribed in the same direction as the replication of the leading strand 
(data not shown). Regions 2 and 11 contain ESAG and vsg genes.  
C. Plasmodium falciparum chromosome I (Acc n° AL844501). Chromosome core and end 
differ in both base composition skew orientation and compactness. The region between 
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PFA0175w and PFA0205w extending over 30 kbp and containing 10 CDSs is more compact 
(shorter) than the region between PFA0125c and PFA0170c, 45 kbp long, also containing 10 
CDSs. Terminal regions show a more extensive enrichment in purines than internal coding 
regions, like in the case of interB and interAE genes within EXT regions of E. cuniculi. The 
slopes of the two curves are identical (the abscise scale chosen for this diagram is different 
from that in figure 8A).  
D. Yarrowia lipolytica chromosome A (Acc n° CR382127). The DNA molecule is 10 times 
longer than E. cuniculi chromosome I, but it is fold in a similar space (see abscise and 
ordinate scales). The 2D representation of AT and GC skew, only reveals a globular structure. 
Analyses performed on several chromosomes of two other yeasts (Saccharomyces cerevisiae 
and Schizosaccharomyces pombe) provide similar results (not shown).  
 
Figure 9. Subterminal regions in Guillardia theta chromosomes. A. GC percent analysis. The 
curve is calculated using a sliding window of 500 bp on the sequence of chromosome 1. The 
core chromosome sequences are AT rich in G. theta. B. Miropeat analysis. One rDNA block 
containing the telomere, subtelomere and a single copy of the rDNA unit can be found at each 
extremity. The organisation is very similar to Encephalitozoon cuniculi. One EXT block with 
different recombination sites can also be identified. It contains genes coding either 
hypothetical proteins or known functions like the ubiquitin conjugating enzyme. These genes 
belong to multigenic families. C. GC and AT composition skew. Dashed lines indicates the 
(0,0) coordinate in the diagram. It corresponds to the beginning of the sequence as it is 
deposited in the databases. The unit per axis corresponds to one curser displacement. Ordinate 
scale: 200 units. Abscise scales: 200 units for chromosomes 1, 500 units for chromosome 2 
and 3 diagrams. The cursor displacement was the same for all the analysises (see chromosome 
2). 
 
Table 1. Long-PCR primers. 
 
Figure S1. Encephalitozoon cuniculi chromosomes miropeat comparison. A. All chromosome 
approach. The software options are –inter and threshold at 1000. B. & C. Three-by-three 
miropeat analyses. The chromosomes were compared and coordinates were extracted from 
raw data. Present analyses were performed using –inter option and a threshold value of 500. 
The rDNA-r02-r03-r04-r15 series is established from chromosome I, IV and VIII comparison. 
The two r15 copies and the farthest similar regions of chromosome I are restricted to this 
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chromosome. The r02 is entirely present on chromosome I and IVα extremity. It is only partly 
present on chromosome VIII (both extremities). B. The rpt10-rpt08-rpt07-rpt06 series can be 
deduced from chromosome VII, X and XI analysis. Two repeats are present on chromosome 
extremities VIIβ, Xα and XIα (r07+r08). About half of r10 is also present between ends of 
the XIα consensus and r07+r08 sequence. But the two chromosomes have diverged on this 
repeat and miropeat identifies only a small signal between chromosome XI and Xβ extremity. 
At the opposite repetition r06 is perfectly repeated between Xα and XIβ extremities. We 
noticed that like on Xα, the r06 copy on extremity VIIβ remains linked to r07+r08 group of 
sequences. 
 
Figure S2. Coding DNA sequences (CDSs) and recombination sites (R01 to R18) in EXT 
blocks distributed among the 22 chromosome ends (Σα, Σβ) of Encephalitozoon cuniculi.  
Each CDS is schematized by a large arrow showing the direction of transcription. To gain 
space, CDS names have been reduced to the last four digit numbers (e.g. 0040 on Iα and 0040 
on IVα correspond to ECU01_0040 and ECU04_0040 in E. cuniculi genome databases, 
respectively). If available, Uniprot accession numbers for encoded hypothetical proteins are 
also given (Y103_ENCCU, Y110_ENCCU…). CDSs assigned to four multigene inter 
families (AE, B, C or D) are coloured in grey. Recombination hot spots, indicated by vertical 
dashed lines (“precise” sites) or hatched zones (“approximate” sites), determine the 
boundaries between sub-blocks (e.g. EXT1-1, a sub-block of EXT1, is bounded by R02 and 
R03 sites; see also Figure 5). CDS surrounded by dotted line are in the coding core sequence. 
CDS with plain lines are EXT are SUB CDSs. Arrows without number are extrapolated from 
the present data.  
A. EXT1 blocks on six chromosome ends (including both ends of chromosomes I and VIII). 
R01 and R02 recombination sites have been precisely mapped. R03 is an approximate 
recombination site. Downstream of R01, the sub-block termed S1 harbours one transcription 
unit for the precursor of large subunit (lsu) and small subunit (ssu) rRNAs but is only 
represented in consensus sequences for Iα, Iβ and IVα. EXT1-1 is regularly found and may be 
adjacent to either EXT1-2 or EXT7. EXT1-2 (from R03 to R04) is partially depicted in the 
figure. The R03 recombination site is present six times in the genome. It is a hot spot of 
recombination as the left part of the site (telomere associated sequence S1 and S2 plus EXT1-
1) is associated with four different core associated sequences (right part). BlastN alignment 
between Iα and VIIIβ extremities at this site allowed us to map the EXT1-1-to-EXT7 
 119
transition inside one CDS (ECU01-0100 on Iα and ECU08_2070 on VIIIβ). The homology 
between Iα and IIβ chromosomal extremities is one kbp longer. The loss of homology 
between IVα extremity and other EXT1 sequences falls between the two previous 
coordinates, 300 bp away of the EXT1-1-to-EXT7 transition. EXT1-1-to-EXT1-2 transition 
was thus chosen arbitrarily in an intergenic region. No homologies are found between the 
different “right” sequences. The extension over about one kbp of the R03 site might be the 
consequence of either non-homologous recombinations or accumulation of mutations after 
homologous recombination. EXT1-3 (from R04 to R05) contains genes of known function 
such as dihydrofolate reductase and thymidylate synthase genes (not shown). For EXT7 
organization, see schema G. 
B. EXT2 blocks on four chromosome ends. The attachment to S2 was validated by PCR 
experiments and sequencing of Lr05debrev-Lr13dir2 PCR product allowed for missing data 
reconstruction. EXT2-1 is preceded by EXT5 on IIα and IVβ. Two newly identified interB 
genes (newECU02 and newECU04) are associated with R07 breakpoint. The VIβ EXT4-
EXT2 junction could only be approximately determined. In fact, the R10 recombination site is 
a hot spot of recombination (schema D). But this transition imply that a breakage take place at 
the beginning of EXT2 (R19). It isolates an EXT2 specific sub-block: EXT2-1. The EXT4-
EXT2 junction is the fusion of two recombination sites. IIIβ presents the same organisation. 
Data were obtained after sequencing of PCR product (Figure 3). R08b was precisely 
determined (coordinate 5196 on chromosome II) on the basis of the comparison with the 
linkage between EXT3-2 (strongly homologous to EXT2-2) and EXT3-3 (see schema C). By 
contrast, R09 failed to be finely localized because of multiple sequence combinations and 
degenerated interAE gene copies. R20 is specific to the proximal boundary (from EXT to 
chromosome core). It is noteworthy that EXT-core transitions for IIα and IVβ are not 
concomitant of an abrupt increase in GC content. 
C. EXT3 blocks on three chromosome ends. EXT3-1 is linked to S1. All individual CDSs of 
Xα diverge significantly from those of IIIα (note a complete interC gene on Xα) but a same 
gene order is preserved. Only the three first CDSs are duplicated on Vα. Although EXT3-2 on 
IIIα has an organization similar to EXT2-2 (see schema B), their whole sequence divergence 
is sufficiently high to retain an assignment to different blocks. IIIα and Xα sequence are 
identical in the region of R08a. This site was determined by comparison with EXT2 sequence. 
R06 is an approximate recombination site associated with an interD gene showing a variable 
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3’ region. R13 was mapped to a small part of the region separating the interAE gene from the 
first CDS attributed to chromosome core.  
D. EXT4 blocks on seven chromosome ends (including both ends of chromosomes VI and 
XI). Linkage to S1 occurs via EXT3-1. XIα and Vβ can be paired and possess the longest 
form of EXT4 (EXT4-3 is partly shown in the schema). R10 was grossly mapped to the end 
of an interD gene prone to various recombination events. EXT4-2 is a short sub-block that 
shares strong homology with EXT5-1 and the beginning of EXT1-1 (80 % identity between 
EXT4-2 on VIα and newly identified EXT5-1 on IIα). A unique EXT8 block extends 
upstream of EXT4-2 on VIα. As for most EXT-core transitions, the placement of R11 was not 
precise (exchange between interAE genes or accumulation of mutations within ECU06_0080 
after breakage of intergenic region?).  
E. EXT5 blocks on three chromosome ends (including both ends of chromosome IX). The 
organisation of IXα was extrapolated from long-PCR and sequencing data. EXT5 blocks are 
distally linked to SUB-2, as for EXT1 and EXT2. EXT5-1 shares 80% identity with EXT1-1, 
the divergence between these sub-blocks resulting from point mutations and Indels. An abrupt 
loss of homology was observed between ECU07_0050 (on VIIα) and ECU09_2020 (on IXβ) 
that encode the truncated InterB protein Y705_ENCCU (complete gene copies exist on IIα 
and IVβ: newECU02 and newECU04 genes; see schema B). Corresponding R07 breakpoint 
extends from coordinate 5728 on chromosome VII to a part of the closest intergenic region. 
Another breakpoint was mapped at the level of the next CDS (ECU07_0060/ECU09_2010) 
encoding an InterD protein. It was designated as R17 and is EXT5-specific, in contrast with 
R07 that marks the transition with EXT2-1. EXT5-2 is therefore very short and its origin 
remains an open question. The EXT5-3-to-core transition (R18) is also very divergent and 
slightly degenerated on IXα. 
F. EXT6 blocks on four chromosome ends. EXT6-1 is just upstream of EXT4-1 on VIIβ, Xα, 
XIβ. Despite that EXT6-2 contains no inter genes, its GC content is still high compared to 
chromosome core sequences. The duplication of EXT6-2 characteristic for Xα and VIIIα is 
associated with an inversion (ARF and PRS6B indicate the two terminal genes encoding an 
ADP ribosylation factor and a proteasome regulatory subunit, respectively). This inversion 
may be a consequence of a more general genetic event, when considering that (1) on VIIβ, 
EXT6-1 displays an inverted interC gene (ECU07_1800 coding for Q8SUU3 protein with 
PfamA domain DUF1686) and (2) on VIIIα, EXT6-2 is adjacent to EXT7-2 which appears to 
 121
be of chromosome core origin (see schema G). R14 was only approximately mapped as it is a 
hot spot of recombination.  
G. EXT7 block on one chromosome end. This unique block is upstream of EXT1-1 on VIIIα 
and is divided into two sub-blocks differing in both gene composition and GC content. EXT7-
1 contains a D-C gene cluster similar to those in EXT2-2 and EXT3-2 while EXT7-2 harbours 
seven other CDSs including a gene for ribosomal protein L12 (RL12). GC enrichment is 
restricted to EXT7-1. The EXT7-EXT6 junction corresponds to the fusion of two 
recombination sites. R16 carries EXT7 information and its locus is of core origin. The R15 
site was first identified as the EXT6-to-core transition (schema F). The sequence fusion could 
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FT   repeat_region   1..10577 
FT                   /label=r01 
FT                   /note="Homology with VIa start at position 4035" 
FT   repeat_region   1..14126 
FT                   /label=S1 
FT   repeat_region   10578..20661 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   14127..16112 
FT                   /label=S2 
FT   repeat_region   16113..22172 
FT                   /note="homology limits: end of IIb, IVa at 20818 and 
FT                   VIIIb at 21166" 
FT                   /label=EXT1-1 
FT   repeat_region   20662..28211 
FT                   /label=r03 
FT   repeat_region   22173..34125 
FT                   /label=EXT1-2 
FT   repeat_region   28212..34125 
FT                   /label=r04 
FT   repeat_region   34126..37941 
FT                   /label=r15 
FT   repeat_region   34126..37981 
FT                   /note="End of homology with Ib: 37941" 
FT                   /label=EXT1-3 
FT   repeat_region   complement(172039..175857) 
FT                   /note="End of homology with 1a: 172042" 
FT                   /label=EXT1-3 
FT   repeat_region   complement(172042..175857) 
FT                   /label=r15 
FT   repeat_region   complement(175858..181771) 
FT                   /label=r04 
FT   repeat_region   complement(175858..187810) 
FT                   /label=EXT1-2 
FT   repeat_region   complement(181772..189321) 
FT                   /label=r03 
FT   repeat_region   complement(187811..193870) 
FT                   /note="homology limits: end with IIb, IVa at 189165 and 
FT                   VIIIb at 188817" 
FT                   /label=EXT1-1 
FT   repeat_region   complement(189322..199405) 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   complement(193871..195856) 
FT                   /label=S2 
FT   repeat_region   complement(195857..209982) 
FT                   /label=S1 
FT   repeat_region   complement(199406..209982) 
FT                   /note="homology with VIa start at position 205948" 





FT   repeat_region   1..2071 
FT                   /note="IIa and IVb specific sequence.  Overlapp entry 
FT                   AM295151" 
FT                   /label=EXT2-1 
FT   repeat_region   1..8311 
FT                   /label=r05 
FT   repeat_region   2072..5196 
FT                   /note="Homologous to EXT3-2 from base 3853. 3 prime limit: 
FT                   end of homology with VIb (recombination site R08b)." 
FT                   /label=EXT2-2 
FT   repeat_region   5197..9390 
FT                   /note="End of homology with IVb et VIb: 8259" 
FT                   /label=EXT2-3 
FT   misc_feature    8312..10523 
FT                   /note="unique region between r05 and r14" 
FT                   /label=be1 
FT   repeat_region   9391..13570 
FT                   /note="IIb specific sequence" 
FT                   /label=EXT2-4 
FT   repeat_region   10524..12251 
FT                   /label=r14 
FT   repeat_region   complement(187670..193819) 
FT                   /note="homologous to chromosome I up to 187777" 
FT                   /label=EXT1-1 
FT   repeat_region   complement(189271..197426) 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   complement(193820..195805) 
FT                   /label=S2 
FT   repeat_region   complement(195806..197426) 





FT   repeat_region   1..934 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   1..934 
FT                   /label=SUB-1 
FT   repeat_region   935..4433 
FT                   /label=r10 
FT   repeat_region   935..4503 
FT                   /note="begin homology with VIa and VIb: 2218, XIa:2278" 
FT                   /label=EXT3-1 
FT   repeat_region   4434..9637 
FT                   /label=r11 
FT   repeat_region   4504..7453 
FT                   /note="End of homology with Va and IVb: 4790. Homologous 
FT                   to EXT2-2. Sub-block ended at R08a recombination site (end 
FT                   of homology with IIa)" 
FT                   /label=EXT3-2 
FT   repeat_region   7454..10920 
FT                   /note="first loss of homology at position 9579. Specific 
FT                   to EXT3." 
FT                   /label=EXT3-3 
FT   repeat_region   complement(191230..194439) 





FT   repeat_region   1..6968 
FT                   /label=r01 
FT   repeat_region   1..10561 
FT                   /label=S1 
FT   repeat_region   6969..17096 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   10562..12547 
FT                   /label=S2 
FT   repeat_region   12548..17410 
FT                   /note="Homologous to Ia up to coordinate 17256" 
FT                   /label=EXT1-1 
FT   repeat_region   complement(208800..212929) 
FT                   /note="EXT2 specific. End of homology with IIa: 209866" 
FT                   /label=EXT2-3 
FT   repeat_region   complement(209812..218090) 
FT                   /note="region homologous to IIa" 
FT                   /label=r05 
FT   repeat_region   complement(212930..216051) 
FT                   /note="Homologous to EXT3 from base 214270 up to end of 
FT                   the sub-block. Similar organisation than EXT3-2." 
FT                   /label=EXT2-2 
FT   repeat_region   complement(216052..218329) 
FT                   /note="EXT2 specific sequence, The extremity is divergent 
FT                   with consensus NewECU (entry AM295151) from base 218122" 





FT   repeat_region   1..495 
FT                   /label=r01 
FT   repeat_region   1..4063 
FT                   /label=SUB-1 
FT   repeat_region   496..4064 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   4064..8730 
FT                   /note="7627: End of homology with IIIa and Xb. 8130: 
FT                   EXT3-EXT4 transition" 
FT                   /label=EXT3-1 
FT   repeat_region   4065..8067 
FT                   /label=r10 
FT   repeat_region   complement(196790..207110) 
FT                   /note="In common with XIa. End of homology: 196833." 
FT                   /label=EXT4-3 
FT   repeat_region   complement(196830..210398) 
FT                   /label=r12 
FT   repeat_region   complement(207111..210446) 
FT                   /note="End of homology with VIa: 208977" 
FT                   /label=EXT4-2 
FT   repeat_region   complement(210399..211018) 
FT                   /label=r08 
FT   repeat_region   complement(210447..211018) 
FT                   /note="End with homology to VIIb and Xa (EXT4-EXT6 
FT                   transition)" 





FT   misc_feature    1..726 
FT                   /note="misassembled sequence" 
FT   repeat_region   696..3448 
FT                   /label=r10 
FT   repeat_region   727..3055 
FT                   /label=EXT3-1 
FT   repeat_region   3056..7497 
FT                   /note="End with homology to VIIb and Xa (EXT4-EXT6 
FT                   junction)" 
FT                   /label=EXT4-1 
FT   repeat_region   3449..6135 
FT                   /label=r07 
FT   repeat_region   6136..7008 
FT                   /label=r08 
FT   misc_feature    7009..8568 
FT                   /note="unique region between r08 and r14" 
FT                   /label=be4 
FT   repeat_region   7498..10550 
FT                   /note="End of homology with XIa and Vb: 8967" 
FT                   /label=EXT4-2 
FT   repeat_region   8569..9923 
FT                   /label=r14 
FT   repeat_region   10551..14115 
FT                   /note="single copy in E. cucniculi genome" 
FT                   /label=EXT8 
FT   repeat_region   complement(205505..209768) 
FT                   /note="divergent from IIa and IVb type copies" 
FT                   /label=EXT2-3 
FT   repeat_region   complement(206766..207635) 
FT                   /note="correspond to the end of r05 on IIa or IVb" 
FT                   /label=r05 
FT   repeat_region   complement(207636..209706) 
FT                   /label=r14 
FT   repeat_region   complement(209707..211184) 
FT                   /note="conserved with a central part of r05 type sequence 
FT                   on IIa or IVb (closer to IVb)." 
FT                   /label=r05 
FT   repeat_region   complement(209770..212819) 
FT                   /note="Begin with end of homology with EXT4. Divergent 
FT                   copy of EXT2-2. homology with IIa and IVb start in 211109, 
FT                   in the middle of CDS ECU06_1640. The R08 recombination is 
FT                   difficult to detect. The loss of homology with IIIa and 
FT                   Xb is in the interval 212414-211691." 
FT                   /label=EXT2-2 
FT   misc_feature    complement(211185..213284) 
FT                   /note="unique region between r08 and r05" 
FT                   /label=be5 
FT   repeat_region   complement(212820..217239) 
FT                   /note="End with homology to VIIb and Xa (EXT4-EXT6 
FT                   junction). This EXT4-1 extremity is divergent from others 
FT                   (divergence starts at position 212975) and EXT4-EXT2 
FT                   junction take place 25 bp before EXT4-EXT6 junction" 
FT                   /label=EXT4-1 
FT   repeat_region   complement(213285..214157) 
FT                   /label=r08 
FT   repeat_region   complement(214158..216846) 
FT                   /label=r07 
FT   repeat_region   complement(216847..219599) 
FT                   /label=r10 
FT   repeat_region   complement(217240..219568) 
FT                   /label=EXT3-1 
FT   misc_feature    complement(219569..220294) 





FT   repeat_region   1..2470 
FT                   /label=S1 
FT   repeat_region   1..3952 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   2471..4457 
FT                   /label=S2 
FT   repeat_region   3953..6742 
FT                   /label=r13 
FT   repeat_region   4458..6099 
FT                   /note="ECU07_0050 encodes a truncated interB gene. 
FT                   Complete copy of corresponding interB gene exists on EXT2. 
FT                   End of sub-block corresponds to EXT5-EXT2 junction" 
FT                   /label=EXT5-1 
FT   repeat_region   6100..7278 
FT                   /note="end of homology with IXb: 7158. Loss of homology 
FT                   with IXb start: 6742" 
FT                   /label=EXT5-2 
FT   misc_feature    6743..7686 
FT                   /note="unique region between r13 and r14" 
FT                   /label=be2 
FT   repeat_region   7279..9330 
FT                   /note="VIIa specific sequence encoding interB gene." 
FT                   /label=EXT5-3 
FT   repeat_region   7687..8922 
FT                   /label=r14 
FT   repeat_region   complement(215390..223184) 
FT                   /note="End of homolgy with Xa et XIb: 215501." 
FT                   /label=EXT6-1 
FT   repeat_region   complement(215501..223136) 
FT                   /label=r06 
FT   repeat_region   complement(223137..224545) 
FT                   /label=r08 
FT   repeat_region   complement(223185..226576) 
FT                   /label=EXT4-1 
FT   repeat_region   complement(224546..226576) 





FT   repeat_region   1..3875 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   1..5386 
FT                   /note="ends with homology to IIa. Homology stops in 4032 
FT                   for IVa and in 4380 for VIIIb" 
FT                   /label=EXT1-1 
FT   repeat_region   3876..11425 
FT                   /label=r03 
FT   repeat_region   5387..17370 
FT                   /note="Ia homology stops at 17340" 
FT                   /label=EXT1-2 
FT   repeat_region   11426..17340 
FT                   /label=r04 
FT   repeat_region   214721..219069 
FT                   /note="map exactly with r09" 
FT                   /label=EXT6-2 
FT   repeat_region   214721..219069 
FT                   /label=r09 
FT   repeat_region   complement(219070..223699) 
FT                   /note="specific to VIIIb." 
FT                   /label=EXT7-2 
FT   misc_feature    complement(219070..228052) 
FT                   /note="unique region between r02 and r09" 
FT                   /label=be3 
FT   repeat_region   complement(223700..226559) 
FT                   /note="Specific to VIIIb. Present a gene organisation 
FT                   similar to EXT2-2 and EXT3-2, but is highly divergent in 
FT                   sequence (R08 does not exist)." 
FT                   /label=EXT7-1 
FT   repeat_region   complement(226560..232785) 
FT                   /note="end of homology with Ia, Ib, VIIIa en 227737, short 
FT                   conserved region in 226750" 
FT                   /label=EXT1-1 
FT   repeat_region   complement(228053..238147) 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   complement(232786..234771) 
FT                   /label=S2 
FT   repeat_region   complement(234772..238147) 





FT   repeat_region   1..3215 
FT                   /note="Encode a pseudo interB gene. Highly divergent from 
FT                   VIIa." 
FT                   /label=EXT5-3 
FT   repeat_region   complement(246100..247826) 
FT                   /note="End of homology with VIIa: 248906. Loss of homology 
FT                   with VIIa start: 247184." 
FT                   /label=EXT5-2 
FT   repeat_region   complement(247184..249973) 
FT                   /label=r13 
FT   repeat_region   complement(247827..249468) 
FT                   /note="ECU09_2030 encodes a truncated interB gene. 
FT                   Complete copy of corresponding interB gene exists on EXT2. 
FT                   End of sub-block corresponds to EXT5-EXT2 junction" 
FT                   /label=EXT5-1 
FT   repeat_region   complement(249469..251002) 
FT                   /label=S2 
FT   repeat_region   complement(249974..251002) 





FT   repeat_region   1..2031 
FT                   /label=r07 
FT   repeat_region   1..3392 
FT                   /label=EXT4-1 
FT   repeat_region   2032..3440 
FT                   /label=r08 
FT   repeat_region   3393..11340 
FT                   /note="end of homology with VIIb: 11086. end of homology 
FT                   with XIb: 11191" 
FT                   /label=EXT6-1 
FT   repeat_region   3441..11191 
FT                   /note="homology with VIIb stops at position 11076" 
FT                   /label=r06 
FT   repeat_region   11341..15832 
FT                   /label=EXT6-2 
FT   repeat_region   11484..15832 
FT                   /label=r09 
FT   repeat_region   complement(249870..253001) 
FT                   /note="Specific to EXT3. Loss of homology with IIIa start 
FT                   position: 250946." 
FT                   /label=EXT3-3 
FT   repeat_region   complement(250818..256022) 
FT                   /label=r11 
FT   repeat_region   complement(253002..255952) 
FT                   /label=EXT3-2 
FT   repeat_region   complement(255953..259463) 
FT                   /note="Sub-block may have been a bit longer. coordinates 
FT                   corresponding to end of homology between Va and VIb: 
FT                   255667." 
FT                   /label=EXT3-1 
FT   repeat_region   complement(256023..259463) 
FT                   /label=r10 
FT   repeat_region   complement(259464..262797) 
FT                   /label=r02 
FT   repeat_region   complement(259464..262797) 





FT   misc_feature    1..689 
FT                   /note="misassembled sequence" 
FT   repeat_region   690..2957 
FT                   /note="Beginning in corresponding position 788 on VIa. Sub 
FT                   block might be longer as end of homology with EXT3 on Va: 
FT                   8411" 
FT                   /label=EXT3-1 
FT   repeat_region   702..3349 
FT                   /note="Begin at corresponding position on VIa: 799" 
FT                   /label=r10 
FT   repeat_region   2958..7380 
FT                   /label=EXT4-1 
FT   repeat_region   3350..6018 
FT                   /label=r07 
FT   repeat_region   6019..7428 
FT                   /label=r08 
FT   repeat_region   7381..10716 
FT                   /note="End of homology with VIa: 8850" 
FT                   /label=EXT4-2 
FT   repeat_region   7429..20997 
FT                   /label=r12 
FT   repeat_region   10717..21650 
FT                   /note="End of homology with Vb: 20994" 
FT                   /label=EXT4-3 
FT   repeat_region   complement(259597..267347) 
FT                   /note="homology with VIIb stops at position 259712" 
FT                   /label=r06 
FT   repeat_region   complement(259597..267395) 
FT                   /note="End of homology with Xa: 259597" 
FT                   /label=EXT6-1 
FT   repeat_region   complement(267396..267509) 
FT                   /note="end with homology to Va, VIb and XIa." 




Chapitre 2: La famille multigénique interB: un répertoire de 





InterB multigenic family, a gene repertoire associated with subterminal chromosome regions 
of Encephalitozoon cuniculi and conserved in several human-infecting microsporidian species  
 
Ndongo Dia, Laurence Lavie, Guy Méténier, Bhen S. Toguebaye, Christian P. Vivarès and 
Emmanuel Cornillot.  
 
L’analyse de chaque  extrémité chromosomique d’Encephalitozoon cuniculi a mis en 
exergue une région d’environ 17 kb incluant toujours une unité ADNr 16S-23S. Dans cette 
région, nous distinguons successivement le télomère, un domaine subtélomérique très 
conservé, une unité ADNr puis une « région subterminale » faisant la transition avec le cœur 
chromosomique et caractérisée par des blocs de séquences répétées (Chapitre 1). Les CDS 
prédits pour l’ensemble des régions subterminales forment quatre familles multigéniques 
appelées interAE, interB, interC et interD. Leur contexte chromosomique, comparable à celui 
des familles vsg, var et msg chez d’autres parasites, laisse supposer un rôle dans les 
interactions hôte-parasite. La famille interB fait l’objet de ce deuxième article. 
Cette famille comprend une trentaine de CDS pouvant être répartis dans six sous-
familles. Le taux d’identité entre les séquences protéiques InterB atteint environ 50% dans la 
partie N-terminale et 70% dans la partie C-terminale. Certaines séquences présentent  un 
peptide signal et des domaines potentiels d’ancrage membranaire. Une région hypervariable 
(à la fois en séquence et en taille), appelée région « C » car située au centre de la protéine 
InterB, est très riche en glutamine et en lysine. Ces caractéristiques ont permis de développer 
une approche expérimentale originale pour caractériser qualitativement le répertoire interB. 
Retrouvé chez E. hellem et E. intestinalis, il peut être conclu que le répertoire interB 
est conservé au sein du genre Encephalitozoon. Un fait remarquable est que ce répertoire est 
aussi représenté chez deux autres microsporidies parasites potentiels de l’Homme mais de 
genres différents (Brachiola algerae et Vittaforma corneae). Par contre, il est absent chez des 
espèces de 5 autres genres et parasitant strictement des poissons ou des insectes. Bien que le 
genre Brachiola regroupe des parasites de moustiques, des études expérimentales et des cas 
cliniques ont clairement montré que B. algerae peut aussi infester l’Homme et d’autres 
 152
mammifères. Si l’on suppose une relation avec une étape de divergence entre Brachiola et 
Encephalitozoon remontant à la période où les moustiques ont acquis leur repas sanguin chez 
les mammifères, les gènes interB seraient maintenus depuis au moins environ 200 millions 
d’années.  
Notre analyse du génome de B. algerae par des techniques d’électrophorèse à champs 
alternés à deux dimensions révèle un génome beaucoup plus complexe que celui de E. 
cuniculi, amenant à distinguer trois classes de chromosomes (chromosomes mégabases, 
chromosomes intermédiaires et mini-chromosomes, comme dans le cas des Kinetoplastidés). 
La taille du génome haploïde est évaluée entre 15 et 20 Mb. Les résultats d’hybridations 
révèlent que les gènes interB sont localisés sur les extrémités de trois chromosomes 
intermédiaires et, comme chez E. cuniculi, dans une position proche de l’ADNr.  
Après extraction des ARN totaux, l’analyse de la transcription par RT-PCR a montré 
que l’ensemble des sous-familles du répertoire interB de E. cuniculi est transcrit. Un 
séquençage aléatoire du répertoire transcrit met en évidence un transcrit majoritaire. Le locus 
génique correspondant (newECU03) est situé sur l’extrémité chromosomique IIIβ et 
représente l’un des loci interB les plus éloignés des télomères. Il est donc tentant d’envisager 
que l’hétérochomatinisation des régions télomériques et subtélomériques influence le taux de 
transcription des gènes interB. La séquence de newECU03 étant très similaire à celles des 
gènes interB du chromosome II, sa transcription préférentielle pourrait être la conséquence 
d’un évènement de recombinaison associant un locus interB à un site d’expression. Une 
dépendance vis-à-vis du stade de développement parasitaire est une autre hypothèse à 
éprouver. 
La conservation de gènes interB chez plusieurs microsporidies parasitant l’Homme 
permet d’envisager des applications au diagnostic et à l’épidémiologie des microsporidioses, 
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Abstract Microsporidia are fungi-related obligate
intracellular parasites that infect numerous animals,
including man. Encephalitozoon cuniculi harbours a
very small genome (2.9 Mbp) with about 2,000 coding
sequences (CDSs). Most repeated CDSs are of unknown
function and are distributed in subterminal regions that
mark the transitions between subtelomeric rDNA units
and chromosome cores. A potential multigenic family
(interB) encoding proteins within a size range of 579–
641 aa was investigated by PCR and  RT-PCR. Thirty
members were Wnally assigned to the E. cuniculi interB
family and a predominant interB transcript was found
to originate from a newly identiWed gene on chromo-
some III. Microsporidian species from eight diVerent
genera infecting insects, Wshes or mammals, were
tested for a possible intra-phylum conservation of
interB genes. Only representatives of the Encephalito-
zoon, Vittaforma and Brachiola genera, diVering in
host range but all able to invade humans, were positive.
Molecular karyotyping of Brachiola algerae showed a
complex set of chromosome bands, providing a haploid
genome size estimate of 15–20 Mbp. In spite of this
large diVerence in genome complexity, B. algerae and
E. cuniculi shared some similar interB gene copies and
a common location of interB genes in near-rDNA sub-
terminal regions.
Keywords Encephalitozoon cuniculi · 
Brachiola algerae · Chromosome extremity · 
Multigenic family · KARD 2D-PFGE
Introduction
Microsporidia are a fungi-related group of single-
celled, obligate intracellular parasites that form spores
and invade a wide variety of animals. Several genera,
including Encephalitozoon, have emerged as agents of
opportunistic infections in AIDS patients (Desportes
et al. 1985). Some infections of microsporidial origin
have also been reported in the immunocompetent per-
sons (Didier et al. 2004). The genome of Encephalito-
zoon cuniculi, only 2.9 Mbp in size, was the Wrst to be
sequenced among eukaryotic parasites (Katinka et al.
2001). This genome consists of 11 linear chromosomes,
each chromosome extremity being marked by the pres-
ence of a 16S-23S rDNA copy (Brugere et al. 2000a).
However, chromosome extremities failed to be fully
assembled in the Wnal release of the genome sequence.
Telomeres and subtelomere repeats were poorly
deWned and only three of the 22 rDNA copies were
assembled. A comparative analysis of the available
E. cuniculi extreme sequences has revealed a speciWc
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regionalization (L. Lavie et al., in preparation). A region
having a biased GC content and consisting of blocks of
repeated sequences, called the “subterminal region”,
extends between the chromosome core and each subt-
elomere, just upstream of the rDNA unit. These blocks
contain putative coding sequences (CDSs) that were
generally annotated as “hypothetical proteins” in the
E. cuniculi genome database. Several potential multi-
genic families were distinguished.
Shown to represent a transition area between euchro-
matin and heterochromatin in Plasmodium falciparum
(Ralph and Scherf 2005), the subterminal region pro-
vides a particular niche on eukaryotic linear chromo-
somes and oVers the possibility to deWne a particular
gene context. In such a context, multigenic families
encoding surface glycoproteins are often related to the
pathogenicity of parasitic organisms (Barry et al. 2003).
The process of antigenic variation in major protozoan
parasites clearly involves surface proteins, such as VSGs
in Trypanosoma brucei (Lalor et al. 1984) and PfEMP1
in P. falciparum (Baruch et al. 1995), with a strict con-
trol of the expression of diVerent genes switching from
one locus to another during infestation. In fungal spe-
cies, multigenic families that are clustered in subtermi-
nal regions may encode adhesins, e.g. FLO and EPA
families in Saccharomyces cerevisiae and Candida glaba-
tra, respectively (Halme et al. 2004; Castano et al. 2005).
The microsporidian spore is surrounded by a highly
resistant cell wall and uses a sophisticated mechanism
to infect a potential host cell. A long polar tube is
extruded at the anterior pole, the sporoplasm Xows
through this tube and is pulled into the host cell. Some
E. cuniculi proteins have been clearly assigned to
either the spore wall (Bohne et al. 2000; Peuvel-Fanget
et al. 2006) or polar tube (Delbac et al. 1998, 2001; Peu-
vel et al. 2002). It is noteworthy that these proteins are
encoded by single-copy genes located on chromosome
cores. Taking into account the critical role of multi-
genic families in the virulence of other parasites, stud-
ies on such families in E. cuniculi may be of interest for
a better understanding of host cell-microsporidia inter-
actions. In this work, we investigated a set of repeated
CDSs that are scattered on the consensus sequences of
most chromosome extremities, called the interB family.
Following bioinformatic analysis, PCR primers were
designed to amplify the whole gene repertoire. Reverse
transcription (RT)-PCR experiments provided evi-
dence for the transcription of some gene copies. We
demonstrated that interB-like genes are present in two
other Encephalitozoon species (E. intestinalis and E.
hellem) and two species from diVerent genera (Brachi-
ola algerae and Vittaforma corneae), all sharing the
capacity to infect humans.
Materials and methods
Parasite isolates and cell culture
Encephalitozoon cuniculi, E. hellem and E. intestinalis
species were grown in vitro in either Madin-Darby
canine kidney (MDCK) or Human Forskin Fibroblasts
(HFF) cells at 37°C as described elsewhere (Beauvais
et al. 1994). Twelve diVerent Encephalitozoon isolates
were used: four isolates from strains I and III of E.
cuniculi (EcG serving as genome reference, Katinka
et al. 2001; CH-H9, Mathis et al. 1997; MX-H5, Mathis
et al. 1997 and CDC:V282, Croppo et al. 1997), four
isolates from two genotypes of E. hellem (CDC:V213,
Xiao et al. 2001; CDC:V242, Xiao et al. 2001;
CDC:V257, Schwartz et al. 1993 and EhD also called
“Didier isolate”, Biderre et al. 1999a) and four from E.
intestinalis (CDC:V316; CDC:V307, del Aguila et al.
1998 and EvG also called “Van Gool isolate”, Biderre
et al. 1999a). These isolates are part of the laboratory
collection. They were provided by collaborators and
maintained in culture in our laboratory. Brachiola alge-
rae cells were propagated on HFF cell layers at 31°C
(isolate provided by the Institute for Medical Parasitol-
ogy, Bonn, Germany, Müller et al. 2000).
Spores collected from supernatants were puriWed as
described previously (Delbac et al. 1998) and stored at
4°C in PBS until use. Vittaforma corneae spores were
kindly provided by Dr E.S. Didier (Tulane National
Primate Research Center, USA) as methanol Wxed
material until DNA extraction. The DNA of the other
species was isolated from spores extracted from host
using protocols based on Percoll gradients (Jouvenaz
1981). Fish microsporidia were puriWed from wild ani-
mals: Glugea atherinae from Atherina boyeri collected
in the south of France (Biderre et al. 1994), Spraguea
lophii from anglerWsh (Mansour et al. 2004) and Neon-
osemoides syacii from Syacium micrurum Turbot
brought to Wshermen in the region of Dakar (Faye
et al. 1994). Insect microsporidia were puriWed from
bred animals: silkworm for Nosema bombycis [the pro-
duction from silk gland was performed in China,
Southwest University, Chongqing: Sato and Watanabe
(1980) protocol] and Gryllus bimaculatus for Parano-
sema grylli (Nassonova et al. 2005).
PCR and RT-PCR ampliWcation
Sequences of speciWc and generic interB primers are
provided in Table 1. DNA extractions were performed
from puriWed spores using an Elu-Quick kit (Schleicher
and Schuell Bioscience) and DNA ampliWcations were
carried out with a Perkin-Elmer GenAmp 2400
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thermal cycler. PCR reactions were done in 50-l total
volume with 1 ng of DNA and 2.5 U of Taq DNA poly-
merase (Eurobio). Samples were subjected to 30 cycles
of ampliWcation, Wrst denaturing DNA for 30 s at 94°C,
then annealing for 1 min (temperature between 50 and
62°C depending on the primers used), and elongation
at 72°C for 1 min. A Wnal extension for 15 min at 72°C
was used.
Total RNA of E. cuniculi-infected cells were
extracted using the RNeasy® Mini Kit (Qiagen). Sam-
ples were then treated with RNase-free DNase I
(Gibco) and complete elimination of DNA was veriWed
by a direct PCR assay including the same primers as for
RT-PCR. Synthesis of cDNA was performed with
0.5 g of total RNA and the reverse primer FQI, using
manufacturer recommendations for RNA LA PCR Kit
(Takara).
All PCR products were cloned in pGEM®-T Easy
Vector (Promega) and sequenced using the ABI Prism
Dye Terminator Cycle Sequencing kit according to the
recommendations of the manufacturer (Perkin-Elmer).
Direct and reverse reads were overlapping. A consen-
sus was built for each clone. Sequence redundancy was
observed for most interB loci. Clones were redundant
when originating from the same isolate. The redun-
dancy was measured in the whole clone insert at the
DNA level. Non-redundant sequences have been
deposited in the database (EMBL accession numbers
AM295101 to AM295152). Corresponding newECU-
GAR clones had no strict homology to chromosome
IV 3 extremity. NewECU02/NewECU04 speciWc B2-
YHL clones resulting from transcriptional analysis
gave only one type of sequence. As some divergence
was only found with the last 100 bp of the chromosome
consensus, a bad quality of the assemblage in this
region seemed likely. Sequences provided by the diVer-
ent experiments were assembled to produce the New-
ECU02_EcG_ENCCU consensus, representative of
the two new interB loci.
Sequence analysis and multiple sequence comparison
Search for sequence similarities was carried out using
the Basic Local Alignment Search Tool (Blastn) from
NCBI BLAST web portal. Protein motifs and domains
were predicted using the following web services: Pfam
database at Sanger Institute or INRA portals, SignalP
at CBS web portal, TMPred at Swiss EMBNET
node, and secondary structure prediction algorithms
(SOPMA, DSC and PHD) implemented at NPSA web
site (http://www.npsa-pbil.ibcp.fr). The sequence multi-
ple comparison and trees were generated by the
neighbour joining (NJ) method implemented in CLU-
STALW 1.83 software available for Windows XP. Mul-
tiple alignments were edited using Bioedit v7.0.5 for
Windows XP. The tree plots were produced by the
njplot program.
Pulsed Weld gel electrophoresis
Intact DNA was prepared in plugs from 108 puriWed
spores embedded in 0.7% low-melting-point agarose
(Cambrex Bioscience). Agarose plugs were incubated
for 2 h at 50°C in a Wrst lysis buVer consisting of
200 mM EDTA (ethylene diamine tetraacetic acid),
100 mM DTT (dithiothreitol) and 5% SDS. After rins-
ing in distilled water, they were incubated for 48 h at
50°C in a second lysis buVer containing 500 mM
EDTA, 0.5% N-lauryl sarcosine and 2 mg/ml protein-
ase K. Plugs were stored in 500 mM EDTA at 4°C until
gel electrophoresis.
Pulsed Weld gel electrophoresis (PFGE) separation
of chromosomal DNA molecules from B. algerae spores
was performed at 12°C in 1% agarose (Seakem GTG,
















Annealing temperature was 
calculated with 2(A + T) +  
4(G + C) method for small 
primers and with nearest-
neighbour formula (salt con-
centration at 50 mM) for B2
Curr Genet
1 3
Cambrex Bioscience) gel with 0.5£ TBE buVer (45 mM
Tris-HCl, pH 7.5, 45 mM boric acid and 1 mM EDTA).
DiVerent electrophoreses were used to characterize the
karyotype. For E. hellem, agarose concentration was
increased to 1.2% and PFGE was carried out for 36 h
with 16-s pulse at 200 V. Lambda phage DNA concate-
mers and Saccharomyces cerevisiae chromosomes (New
England Biolabs) were used for DNA size estimation.
After electrophoresis, gels were stained in 0.5 g/ml
ethidium bromide solution.
Two-dimensional (2-D) genome analysis involving
the digestion of the whole molecular karyotype was
performed by the KARD (karyotype and restriction
display) 2-D PFGE method (Brugère et al. 2000b). B.
algerae- and E. hellem-KARD proWles were obtained
using MluI and BssHII enzymes (New England Biol-
abs) as rare cutters. Pulse program in the second
dimension step was 5-s pulse for 12 h and 15-s pulse for
8 h with E. hellem DNA. Various three-step pulse pro-
grams were used with B. algerae. Migrations were per-
formed at a voltage of 200 V in 0.5£ TBE buVer
(10°C). The agarose gel concentration was 1.2%. Prior
to hybridization, KARD gels were dried as previously
described (Brugère et al. 2000b).
Probes and hybridization assays
Hybridizations were performed on dried gels and
nylon membranes. Southern blot analyses of karyotype
DNA were performed using the Hybond-N+ mem-
brane (GE Healthcare). DNA molecules were partially
depurinated in 0.125 M HCl, denatured in 1.5 M NaCl/
0.5 M NaOH and neutralized in 1.5 M NaCl/0.5 M
Tris–HCl before an overnight transfer in 20£ SSC
(0.3 M Na citrate, 3 M NaCl). Membranes were cooked
at 80°C for 2 h to Wx DNA.
The rDNA speciWc probe was a 1,200-bp ssu gene
fragment ampliWed with C1 and C2 primers (Table 1).
After ampliWcation, PCR products were cloned in
pGEM-T vector (Promega) and sequenced. Vector-
free speciWc probes were obtained by insert ampliWca-
tion using universal T7 and SP6 primers. DNA was
radiolabelled with [-P32] dCTP by the random prim-
ing method using Klenow fragment of DNA polymer-
ase I (GE Healthcare). After a prehybridization step of
1 h at 65°C, hybridizations were performed at 65°C
overnight, in 5£ SSC, 0.5% SDS and 5£ Denhardt’s
(0.1% Bovine Serum Albumin, 0.1% Ficoll, 0.1% Poly-
vinylpyrolidone). Membranes or gels were washed 2–3
times in 2£ SSC, 0.1% SDS buVer at room tempera-
ture. Stringent washing steps were often performed for
15–30 min in 0.1£ SSC, 0.1% SDS. Autoradiography
was done using HyperWlmTM MP (GE Healthcare) and
two intensifying screens at ¡80°C. Long exposure
times (3–4 days) were chosen to better visualize faint
signals.
Results
Bioinformatic analysis of E. cuniculi interB family
Gene copies of the E. cuniculi interB family are located
on nearly all chromosome extremities, the apparent
exceptions being on the 5 side of chromosomes III and
V consensuses and on the 3 side of chromosome X
consensus (Table 2). The redundancy of potential Int-
erB proteins is moderate, with 25 CDSs for 15 diVerent
protein sequences (15 Uniprot entries). Protein size
varies from 579 to 641 amino acid (aa) residues (aver-
age: 600 aa). No sequence homology was found in pub-
lic databases.
The general organization of InterB sequences, pre-
dicted with bioinformatic tools, is illustrated in Fig. 1.
Two transmembrane (TM) domains, 16 to 21 aa in
length, may be present in the N-terminal region (posi-
tions close to 50 and 80). However, corresponding
TMpred scores were rather low (less than 1,500). In
most cases, only one of the two TM domains was con-
sidered to be signiWcant (score close to 1,000), the
other domain having a score below 500. An additional
TM domain extending over the Wrst 20 aa of some Int-
erB members (Y111_ENCCU, Y205_ENCCU,
Y208_ENCCU, Y4G7_ENCCU) was predicted to be a
signal peptide. The N-terminal region contained two
highly conserved peptide sequences: LMGL(L/F)AEG
(labelled as B1) and V(K/M/R)QMLLGK (labelled as
B2) at the average positions 250 and 320, respectively.
Data from multiple sequence alignments and predicted
structural features of N-terminal regions were sugges-
tive of six diVerent subfamilies. Some segments of the
N-terminal region indeed typiWed each subfamily, justi-
fying their use for the design of speciWc PCR primers:
Bsub1, Bsub2, Bsub3, Bsub4, Bsub5 and Bsub6
(Table 1). The central part of InterB proteins was char-
acterized by a variable EK-rich sequence preserving -
helix secondary structures. Most insertion–deletion
events (Indels) were associated with this core region
(Fig. 2). In contrast, the C-terminal part was the most
conserved in sequence, showing 70 to 95% identity
over a length of 210 aa (vs 50% identity over 280 aa in
the N-terminal part). A PfamA domain of unknown
function (DUF1609) has been assigned to this region.
Three highly conserved motifs (GAR, YHL and FQI)
















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Some putative InterB proteins were strongly trun-
cated. This was the case of Y108_ENCCU (six CDSs)
which corresponded to the N-terminal part of
Y5G8_ENCCU (two CDSs). The truncation was due
to multiple transitions causing premature stop codons
and to insertions introducing frame-shifts. At the 5
extremity of chromosome IX, mutations were spread
all over an interB gene sequence, justifying the detec-
tion of only one small CDS (ECU09_0010). Peptide
sequences deduced from diVerent reading frames were
homologous to the central and C-terminal parts of
Y608_ENCCU. Three motifs (Bsub4, GAR and
degenerated B2) were identiWable. The ECU09_0010
locus therefore appears as a chimera. Recombination
events may also be hypothesized for two CDSs on two
diVerent chromosomes (ECU07_0050 and ECU09_2020).
These CDSs encoded the same putative reduced
protein (Y705_ENCCU), matching with only the C-
terminal region of a typical InterB member. Single
mutations (insertion/deletion of one G residue in a
poly-G sequence) producing frame-shifts may justify
four other truncated proteins: an Y4G7_ENCCU
C-terminal variant (Y205_ENCCU), and three
Fig. 1 Sequence features of putative InterB proteins in E. cuni-
culi. A signal peptide (SP) is predicted in subfamilies 2 and 5. One
of the two potential transmembrane domains (TM) may have a
signiWcant score. Subfamily-speciWc motifs are around the posi-
tion 230 (Bsub1 to Bsub6 designate eponym-speciWc primers).
Conserved motifs used to design generic primers are indicated as
B1 and B2 (forward orientation) and as GAR, YHL and FQI (re-
verse orientation). Size polymorphism is associated with the EK-
rich region
Fig. 2 Multiple sequence alignment for the most variable part in
the central region of interB genes. Conserved pyrimidine posi-
tions are highlighted in grey. The beginning of the aligned se-
quences encodes a conserved motif (top line) despite that Indels
are still detected in the upstream region. In the subfamily 6, the
two bottom sequences (26 and 27) diverge from the others (21 to
25), the conserved motif being replaced by a long degenerated
microstatellite (GPuPu)n. In all subfamilies, this variable region
is purine-rich and should encode a glutamic acid–lysine peptide
able to form an alpha helix secondary structure. The alignment
has been stopped at a pyrimidine-rich stretch for uncharged ami-
no acids (leucine, valine, proline, serine). Frame shifts are at the
origin of amino acid sequence variation at this position. The
diVerences between subfamilies support an evolution based on
duplication (e.g. Bsub4 genes) and pyrimidine–pyrimidine or pu-
rine–purine transitions (e.g. Bsub1 genes). Sequence order: 01,
Bsub1_Y6G2_ENCCU-ECU06_1620; 02, Bsub1_Y608_ENC-
CU-ECU06_0080; 03, Bsub1-YHL_clo4_140104_V242_ENCHE;
04, Bsub3_Y707_ENCCU-ECU07_0070; 05, Bsub2–3_Y4G7_
ENCCU-ECU04_1670; 06, B2-YHL_clo3_081205_EhD_EN-
CHE; 07, Bsub2–3_Y111_ENCCU-ECU01_0110; 08, Bsub2-
GAR_clo16_030404_V242_ENCHE; 09, Bsub3-GAR_clo3
_081204_VITCO; 10, Bsub4_YB03_ENCCU-ECU11_0030; 11,
Bsub4-GAR_clo21_081205_EhD_ENCHE; 12, B2-GAR_clo6
_081204_EhD_ENCHE; 13, B2-YHL_clo5_050105_BRAAL; 14,
B2-YHL_clo8_050105_BRAAL; 15, Bsub5_Y208_ENCCU-
ECU02_0080; 16, Bsub5-GAR_clo3_270404_V307_ENCIN; 17,
Bsub5_newECU03_EcG_ENCCU; 18, B2-YHL_clo13_060205
_BRAAL; 19, newECU02_EcG_ENCCU; 20, B2-YHL_clo11_
170304_BRAAL; 21, Bsub6_Y108_ENCCU-ECU01_0080; 22,
Bsub6-GAR_clo27_121205_EhD_ENCHE ; 23, Bsub6-GAR_
clo31_051212_EvG_ENCIN; 24, Bsub6-GAR_clo9_050705
_BRAAL; 25, Bsub6-GAR_clo5_131204_VITCO; 26, Bsub6_
Y5G8_ENCCU-ECU11_0050; 27, Bsub6-GAR_clo37_051212_
EvG_ENCIN
Tran E  E  K A/T K  S                                                                                                  
01  GAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGAAGGGGAGGAAGAAA                                                                AAGAGTGTGGGAGTCTCAG 
02  GAGGAGAAGGCAAAGAGCCAGAAGGGGAGGAAGAAA                                                                AAGAGTGTGGGAGTCTCAG 
03  GAGGAGAAGGCAAAGGGCAGGAAGGAT                                                                GGGAAGAAGAAGAGTGTGAATGTTTCTG 
04  GAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGAAGAG                                                                GGGGAAGAGGAAGAGTGTGGGAGTCTCCG 
05  GAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGAAGAG                                                                GGGGAAGAGGAAGAGTGTGGGAGTCTCCG 
06  GAGGAGAAGGCAAAAAGCAAGAAGAA                                                                GGGGAAGAAGAAGAGTGTGGGAGTCTCTG 
07  GAGGAGAAGGCGAAGAGCAAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGGAGAAGGCAAAAAGCAAGAAGAAAG                                 GGG-AGAGTGTGGGAGTCTCTG 
08  GAGGAGAAGGCGAAGAGCAAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGGAGAAGGCAAAAAGCAAGAAGAAAG                                 GGG-AGAGTGTGGGAGTCTCTG 
09  GAGGAGAAGGCGAAGAGCAAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGGAGAAGGCAAAAAGCAAGAAGAAAG          GGG-AGAGTGTGGGAGTCTCTG 
10 (GAGGAGAAGGCGAAGAGTAAG)2                   AGGGGGAGGAAGGGGAAGAGTG------CTTCTG 
11 (GAGGAGAAGGCGAAGAGTAAG)2                                           AGGGGGAGGAAGGGGAAGAGCG------CTTCTG 
12 (GAGGAGAAGGCGAAGAGTAAG)4                                           AGGGGGAGGAAGGGGAAGAGTG------CTTCTG 
13 (GAGGAGAAGGCGAAGAGTAAG)2                                           AGGGGGAG-AAGGGGAAGAGTG------CTTCTG 
14 (GAGGAGAAGGCGAAGAGTAAG)3 AGGGGGAG-AAGGGGAAGAGTG------CTTCTG 
15  GAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGAAGA            GGGGGAAGAGGAAGAGTGTGGGAGTCTCCG 
16  GAGGAGAAGGCAAAGAGCAAGAAGA       GGGGGAAGAGGAAGAGTGTGGGAGTCTCCG 
17  GAGGAGAAGGCGAAGAGTAAAAAGAAAGGGAAGAAGAAAAAGAAAAG                   GAGTGCAGGAGTCCCTG 
18  GAGGAGAAGGCGAAGAGTAAAAAGAAAGGGAAGAAGAAAAAGAAAAG     GAGTGCAGGGGTCCCTG 
19  GAGGAGAAGACGAAGAGCAAGAAGAAGGGGAAGAAGAAGAAGAAGAGAAA  GGGAGTCTCTG 
20  GAGGAGAAGACGAAGAGCAAGAAGAAGGGGAAGAAGAAGAAGAAGAGAAA            GGGAGTCTCTG 
21  GAGGAGAAGACTAAGAGCAAG          AAGAGTG-GGGAGTCTCTG 
22  GAGGAGAAGACTAAGAGCAAG                                   AAGAGTG-GGGAGTCTCTG 
23  GAGGAGAAGACTAAGAGCAAG        AAGAGTG-GGGAGTCTCTG 
24  GAGGAGAAGACTAAGAGCAAG       AAGAGTG-GGGAGTCTCTG 
25  GAGGAGAAGACTAAGAGCAAG      AAGAGTG-GGGAGTCTCTG 
26  GAGAAGAA(GGA)3[(GAA)3(GGA)3]2GAAGAGGAAGGAGGA(GAA)3(GAAGAAGGAGGA)2(GAA)3(GAAGAAGGAGGA)8         GAAGAGTG-GGAAGTCTCTG 
27  GAGAAGAA(GGA)3[(GAA)3(GGA)3]2GAAGAGGAAGGAGGA(GAA)3(GAAGAAGGAGGA)2(GAA)3(GAAGAAGGAGGA)8   GAAGAGTG-GGAAGTCTCTG 
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YB03_ENCCU N-terminal variants (Y7I9_ENCCU,
Y604_ENCCU and Y6G8_ENCCU). It seems likely
that all the above-mentioned sequences may be
representative of pseudogenes (marked with “P” in
Table 2).
Thorough bioinformatic analyses of the E. cuniculi
genome sequence enabled us to predict additional cop-
ies of existing genes (Table 2) from sequence homolo-
gies over long distance (several kbp) between
chromosomes V (3) and XI (5) or X (5) and XI (3).
Blast homologies also revealed some partial interB
genes that were not annotated as CDSs, given their
very extreme position at one end of the consensus
sequences for chromosomes II, III and IV. An experi-
mental search for possible lacking members of the int-
erB repertoire was therefore undertaken.
PCR ampliWcation of E. cuniculi interB genes
The whole sequences of the three expected additional
interB genes, called newECU02, newECU03 and new-
ECU04, were successfully trapped by PCR using
extremity-speciWc primers in combination with con-
served reverse oligonucleotides. The newECU03 gene
was Bsub5 speciWc. The design of an additional primer,
called newECU (Table 1), allowed for the character-
ization of newECU02 and newECU04. The New-
ECU02_EcG_ENCCU consensus for two loci was
further built using B2-YHL clones. One mismatch was
detected in a polyG tract close to the GAR motif, sug-
gesting that these loci may represent pseudogenes. In
spite of sequence homologies with subfamilies 2 and 3,
they could not be identiWed with our Bsub primers.
The NewECU-YHL consensus shared 98% identity
over 235 bp with the two shortened CDSs representa-
tive of Y705_ENCCU protein. Thus, newECU02 and
newECU04 may be viewed as equivalent to the com-
plete forms of pseudogenes that were previously trun-
cated. The total number of interB loci was Wnally
estimated to be 30.
Taking advantage of the length polymorphism of the
central gene region, the generic couple of primers B2-
GAR were tested to amplify the core region of all E.
cuniculi interB loci (Fig. 2). Agarose gel analysis of
PCR products revealed four major bands, ranging from
200 to 400 bp (Fig. 3) and Wtting with the expected size
proWle. Some pseudogenes gave small amplicons,
which is consistent with the conception that these loci
may have derived from recombination events prevent-
ing the reconstruction of complete gene copies. The
diversity of interB genes was then investigated through
PCR ampliWcation with subfamily-speciWc forward
primers coupled to the reverse primer GAR (Fig. 3).
PCR products were cloned and at least eight clones
from each amplicon were sequenced. The obtained
data validated the speciWcity of Bsub primers. The B2-
GAR proWles of diVerent E. cuniculi isolates were
identical. Only CDC:V282 isolate showed a very lim-
ited sequence polymorphism (one base, one amino
acid), when compared with the isolate used for genome
sequencing.
RT-PCR detection of interB transcripts
The eYciency of the transcription of E. cuniculi interB
genes was evaluated by RT-PCR ampliWcation
(Fig. 4a). The use of the B2-YHL primer couple should
exclude truncated loci. Indeed, the YHL primer does
not recognize pseudogene sequences forming the g12
(CDSs for Y108_ENCCU) and g13 (ECU09_0010)
similarity groups, and B2 motif is absent in the g14
Fig. 3 PCR ampliWcation of E. cuniculi interB sequences. a PCR
strategy involving speciWc (Bsub1 to Bsub6, dotted motif) and ge-
neric primers (B2 and GAR). The procedure takes advantage of
the size polymorphism in the central region (EK motif). b Expect-
ed B2-GAR electrophoretic proWle of DNA fragments. In silico
PCR was performed on genome sequence without mismatches.
The sizes of diVerent DNA fragments are indicated in base pairs
on the left, with the number of copies per genome in brackets (see
also Table 2). c Agarose gel analysis of PCR products. The ob-
tained proWle is in agreement with the predicted one for generic
PCR B2-GAR (lane 1) as well as for PCR combining GAR re-
verse primer with speciWc forward oligonucleotides (lanes 2–8).
Predicted size and intensity ratio between ampliWcates can be de-
duced from Table 2. Lane 2, Bsub1, one 534 bp fragment. Lane 3,
Bsub2, two bands in a nearly equimolar ratio. Lane 4, Bsub3, two
closely migrating bands. Lane 5, Bsub4, two bands. Lane 6,
Bsub5, one band for two co-migrating fragments. Lane 7, Bsub6,
two bands in a 1:3 ratio. Lane 8, 100-bp DNA ladder (Promega).
A faint 200-bp band in the B2-GAR PCR proWle (lane 1) corre-
sponds to the ampliWcation of a 197-bp fragment from a pseudo-
gene on chromosome IX (locus ECU09_0010), in spite of three
mismatches existing between B2 primer and genome sequence
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group (ECU07_0050 and ECU09_2020). To test the
absence of a skew due to the choice of oligonucleo-
tides, the same PCR conditions were Wrst applied to
genomic DNA. After cloning of PCR products
(Fig. 4b), bacterial colonies were randomly selected
then inserts were sequenced and the distribution of
corresponding sequences was compared with that of
interB loci in the genome (Fig. 4c). As expected, no
truncated pseudogenes were ampliWed and full-length
loci were ampliWed with the same eYciency. RT-PCR
experiments were performed with whole RNA
extracted from two independent cultures. A total of 54
amplicons (38 in experiment 1 and 16 in experiment 2)
were sequenced then assigned to similarity groups. In
both experiments, the transcripts originated from
several interB genes on various chromosomal ends, but
with a strong predominance (40–50%) of the transcript
corresponding to the newECU03 gene on chromosome
III. Accordingly, the B2-GAR migration pattern
exhibited a major band at about 290 bp (data not
shown).
Evidence of interB-like genes in some other 
microsporidian species
The existence of two other Encephalitozoon species
(E. intestinalis and E. hellem), well known to infect
immune-deWcient humans, oVered the opportunity to
test an intra-genus conservation of interB sequences.
The PCR ampliWcation strategy used for E. cuniculi
was applied to four E. intestinalis isolates (CDC:V297,
CDC:V316, CDC:V307 and EvG) and four E. hellem
isolates representative of two distinct genotypes
(Wainwright-like CDC:V213 isolate versus CDC:V242,
CDC:V257 and EhD isolates). Amplicons were suc-
cessfully obtained with the B2-GAR couple of primers
and their major size range (200–450 bp) was similar to
E. cuniculi one (Fig. 5). A striking additional feature
was the presence of small-sized PCR products that may
correspond to truncated loci. The total number of
bands was sometimes reduced. For example, two major
bands were found with E. hellem CDC:V242. These
diVerences appear to be mainly of quantitative nature
because further use of speciWc primers revealed the
presence of all subfamilies in most isolates. The only
exception was E. hellem EhD that was negative for
ampliWcation with Bsub2 and Bsub3 primers.
The search for interB-like genes was then extended
to microsporidian species having diVerent host speciWc-
ity and belonging to seven diVerent genera: Vittaforma
corneae (a human parasite), B. algerae (an insect para-
site found to also infect humans; Coyle et al. 2004),
Fig. 4 IdentiWcation of E. cuniculi interB transcripts. a RT-PCR
strategy. FQI primer was used for cDNA synthesis and PCR
ampliWcation of all potential cDNAs was performed with B2 and
YHL primers. Subfamily-speciWc motif (dotted box) and variable
central region (EK box) are Wgured in interB gene schema. b Aga-
rose gel analysis. Lane 1, RT-PCR assay with microsporidian
RNA. A wide band, centred on 690 bp, Wts with the expected size
range. A lower band results of a PCR artefact, as shown by
sequencing. Lane 2, DNA contamination control, without reverse
transcription. Lane 3, host cell RNA control (RNA from non-in-
fected cells). Cloning and sequencing of the products revealed no
identity with interB family. c Comparison of the distribution of
interB transcripts (on the left) with the distribution of correspond-
ing genes in the E. cuniculi genome (on the right). Transcripts
were identiWed after cloning of B2-YHL PCR products, random
selection of colonies and insert sequencing. The sequences fall
into similarity groups g1 to g11 (Table 2). The predominant tran-
script was from g10 (newECU03)
Fig. 5 Agarose gel analysis of PCR-ampliWed interB genes in En-
cephalitozoon species. PCR was performed using generic primers
B2 and GAR. Three E. intestinalis isolates and four E. hellem iso-
lates were compared with E. cuniculi reference isolate. The ob-
served bands are within the expected size range (200–400 bp).
The smallest fragments correspond to truncated loci and are pres-
ent in all isolates. None of the proWles are completely identical
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Nosema bombycis and Paranosema grylli (two strict
insect parasites), Glugea atherinae, Neonosemoides
syacii and Spraguea lophii (three strict marine Wsh par-
asites). Amplicons were detected in only V. corneae
and B. algerae (Fig. 6). Subsequent ampliWcations with
E. cuniculi speciWc primers supported a repartition
among the four following subfamilies: Bsub1, Bsub2,
Bsub3 and Bsub6. In B. algerae, the B2-GAR proWle
was restricted to three bands (200, 250 and 300 bp) and
Bsub6 was the only subfamily to be successfully ampli-
Wed.
InterspeciWc comparison of interB sequences
The highest eVorts for cloning and sequencing PCR
products were performed in E. hellem EhD and B.
algerae. No new interB subfamily was revealed. Analy-
sis of generic clones (B2-GAR or B2-YHL PCR) only
showed divergent genes within existing subfamilies.
The sequences of the Bsub regions in these loci were
too divergent to be detected by speciWc PCR but their
clustering with E. cuniculi genes was unambiguous
(Fig. 7). One sequence from E. hellem EhD fall into
the g8 group (cluster Bsub2–3_Y4G7_ENCCU) and
some clones of B. algerae Wtted with subfamilies 4 and
5. Some other sequences from the two species clus-
tered with the subfamily characterized by two new E.
cuniculi genes (newECU02 and newECU04). More-
over, B. algerae showed homologues of newECU03,
the locus corresponding to the major transcript in E.
cuniculi. The subfamilies 1, 2 and 3 were not repre-
sented in B. algerae. Sequence diVerences within a sub-
family were often due to a single base mutation leading
to one amino acid change. Indels were again detected
in the central part of the genes (Fig. 2).
The phylogenetic tree for all identiWed interB
sequences supports a subdivision into three major clus-
ters (Fig. 7). Two clusters each include a single subfam-
ily (Bsub4 or Bsub6) whilst a super-cluster is formed by
the other subfamilies. The Bsub6 cluster is especially
stable, as judged by the high redundancy of identical
sequences. A gene with a conserved frame-shift in the
central region, corresponding to the lowest band in
B2_GAR proWles, is speciWcally associated with this
cluster. One clone arisen from the highest band of the
Bsub6-GAR proWle in E. intestinalis EvG showed a
long CT microsatellite insertion (160 bp) but the fail-
ure in the identiWcation of a same clone from other iso-
lates suggests a very rare case (Fig. 2). The variability
of the Bsub4 cluster members is marked by a variable
number (2–4) of repetitions of a 21-bp AG-rich
sequence in their central part (Fig. 2). In spite of the
lack of ampliWcation with the Bsub4 speciWc primer,
the DNA of B. algerae provided some B2-YHL clones
that also carry Bsub4-type repetitions (clones 5, 6 and 8
of the 05/01/05). AmpliWable with four diVerent prim-
ers (Bsub1, Bsub2, Bsub3 and Bsub5), the sequences in
the third and largest interB cluster are characterized by
a high rate of evolution. The subfamilies 2 and 3 largely
diverge in Encephalitozoon species. The rapid evolu-
tion is also evident at the Indel level and frame-shifts
over short distances account for frequent changes at
the amino-acid level.
Chromosomal distribution of interB-like genes 
in E. hellem and B. algerae
Following 1-D and 2-D PFGE analyses of E. hellem
and B. algerae genomes, the chromosomal distribution
of interB-like genes was studied by hybridization with
generic (B2-YHL PCR product) and speciWc (from
clones) probes. A possible linkage with rDNA genes
was tested by hybridization with a small-subunit (ssu)
rDNA probe. The use of a 2-D PFGE method
(KARD) facilitated the determination of the relation-
ship between karyotype bands and individual DNA
molecules, after in-gel digestion of the whole karyo-
type with rare cutters (BssHII and MluI) and compari-
son of the restriction patterns obtained in the second-
dimension step (Brugère et al. 2000a; Cornillot et al.
2002). This method was also useful for diVerentiating
some homologous chromosomes in diploid genomes.
The 1-D PFGE proWle of E. hellem EhD consisted
of ten bands (K1 to K10, Fig. 8). The upper band
Fig. 6 Banding patterns of B2-GAR PCR products from Vitta-
forma corneae and Brachiola algerae. Compared with E. cuniculi,
V. corneae exhibits a high proportion of unspeciWc and larger
fragments (more than 400 bp) while B. algerae shows a simpler
proWle with three bands in the expected size range. In these two
species, the only PCR product related to an E. cuniculi pseudo-
gene belongs to the g12 group (227 bp)
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(330 kbp) was not visualized in a previous study (Bid-
erre et al. 1999a). The existence of this additional chro-
mosome was conWrmed by MluI-KARD analysis (see
MluI restriction fragments, Fig. 8). This analysis
revealed 11 diVerent restriction proWles for the ten
karyotype bands. A same number of restriction proWles
were obtained with BssHII enzyme (data not shown).
Thus, the E. hellem genome might comprise 11 diVer-
ent chromosomes, like in E. cuniculi. The sum of chro-
mosome sizes provided 2.75 Mpb, as a new estimate of
the haploid genome size. Having no evidence for
length polymorphism of possible homologous chromo-
somes, we cannot currently decide whether the E. hel-
lem genome is either haploid or diploid. All the
karyotype bands hybridized with ssu and interB probes
(Fig. 8), suggesting that the subterminal location of int-
erB genes is conserved in another member of the
Encephalitozoon genus.
The molecular karyotype of B. algerae was charac-
terized by a high number of bands ranging in size
between 180 and 2,580 kbp (Fig. 9a). Somewhat like in
Trypanosoma (Melville et al. 1998), three size catego-
ries may be distinguished: mega-base, intermediate and
low. This complex microsporidian genome was sub-
jected to KARD analysis using MluI enzyme, the aver-
age cutting frequency (one site per 200 kbp) of this
enzyme being expected to be adequate for the diges-
tion of most karyotype bands (Fig. 9b). The largest
Fig. 7 ClustalW tree for int-
erB genes from diVerent mi-
crosporidia based on the 
comparison of non-redundant 
central sequences. Three ma-
jor clusters are revealed, as 
indicated on the right of the 
Wgure. Sequences were pro-
duced from inserts that were 
obtained after cloning of B2-
GAR or Bsub-speciWc primer-
GAR ampliWcation products 
or less frequently of YHL 
PCR. Longer branches were 
observed when comparing 
peptide sequences (data not 
shown). Boostrap values larg-
er than 500 are given for long-
er branches. The sequence 
naming system is as follows: 
primer pair used for 
PCR_clone number_key date 
in lab. book_isolate name_ 
species abbreviation. SpeciWc 
primers, Uniprot accession 
numbers and CDS name for 
interB loci of the E. cuniculi 
reference isolate are also giv-
en. A consensus sequence was 





chromosome gave 12 restriction fragments (700, 500,
320 £ 2, 160, 140, 110, 90, 70 £ 2, 60, and 40 kbp).
Twelve diVerent DNA molecules were clearly assigned
to the seven bands of the mega-base region. Our esti-
mate of 27 DNA molecules in the intermediate region
is more prone to error, because of the persistence of a
high number of co-migrating entities in the second
dimension. The 12 “mini-chromosomes”, identiWed in
the low region, frequently contained only one MluI
restriction site. Careful analysis of the MluI-KARD
proWles of intermediate and mega-base regions sup-
ports a diploid status. The sum of all individual DNA
sizes attains about 38 Mbp. Admitting that some chro-
mosomes are twice represented, the haploid genome
size of B. algerae should be between 15 and 20 Mbp.
Hybridization with ssu probe indicated that 15 B.
algerae chromosomes harbour rDNA copies (Fig. 9c).
Each of these chromosomes produced three reactive
Mlu1 fragments, including a common 20-kbp fragment.
As the ssu probe overlaps a MluI restriction site, the 3
part of the probe may recognize a fragment carrying a
large-subunit (lsu) rDNA gene. Thus, the 20-kbp frag-
ment should represent the most extreme chromosome
region, extending from one lsu rDNA gene to the telo-
mere. Of variable size and generally large, the two
other hybridizing fragments should contain a 5 part of
the ssu rDNA gene associated with a variable part of
the chromosome core. This is consistent with the loca-
tion of a single rDNA unit on each extremity of the 15
considered chromosomes. The interB probe was found
to hybridize with three rDNA-containing chromo-
somes. The two interB signals observed on the Mlu1
proWle of each of these chromosomes Wtted with the
two variable ssu rDNA-hybridizing fragments (arrows
in Fig. 9c). This indicates that the interB repertoire is
conWned to the rDNA-to-core transitional region in B.
algerae, as in E. cuniculi.
Discussion
Chromosome location and expression of interB genes
Following PCR experiments, the interB multigenic
family in the microsporidian E. cuniculi has been found
to comprise a total of 30 members, all located in near-
rDNA subterminal regions. Large gene families occu-
pying subterminal regions in various organisms are the
consequence of ectopic recombinations (Pryde et al.
1997). Some recombination events may justify chromo-
some length polymorphism (CLP), as described in P.
falciparum (Corcoran et al. 1988) or Pneumocystis cari-
nii (Cornillot et al. 2002). CLP related to Indels in
chromosome extremities also exist in E. cuniculi (Bid-
erre et al. 1999b; Brugère et al. 2000c, 2001) but the
identical B2-GAR patterns in all tested E. cuniculi iso-
lates suggest that DNA gains or losses are rather rare
in interB areas. This may not be the case in E. intesti-
nalis and E. hellem isolates that display diVerent B2-
GAR proWles. Comparative studies on the ptp1 locus
have also shown a reduced polymorphism in E. cuni-
culi, perhaps because of a more recent origin of this
species (Peuvel et al. 2000; Xiao et al. 2001). Several
facts argue for a close relationship between the interB
gene context and euchromatin–heterochromatin junc-
tion. First, in both Encephalitozoon and Brachiola, the
interB genes extend close to rRNA genes which are
typical heterochromatin-speciWc genes. Second, these
genes belong to blocks of sequences having a GC con-
tent higher than in all other E. cuniculi chromosome
regions. Third, while the members of the fast-evolving
cluster are often closer to the chromosome core, those
exhibiting an extremely low inter-species polymor-
phism are closer to the chromosome ends that should
be more protected from mutagens through a tight bind-
ing of the DNA to proteins in heterochromatin areas.
Protein expression from a multigenic family is often
related to a process of allelic exclusion. For example,
the active gene of the vsg repertoire in T. brucei can be
expressed in one of about 20 “bloodstream form
expression sites” that appear as hot spots of recombi-
nation (Becker et al. 2004). Although recombination
and antigenic variation are closely linked mechanisms,
the nature of the mono-allelic control remains unclear
(Pays 2005). The expressed gene may diVer in individu-
als having a same genetic background and in daughter
Fig. 8 One-dimensional PFGE analysis of Encephalitozoon hel-
lem (EhD) genome and hybridization with ssu rDNA and interB
(B2-YHL PCR) probes. Ten bands (K1–K10) are resolved from
200 to 340 kbp (lane 1). KARD-MluI analysis has revealed that
K6 contains two diVerent DNA molecules (data not shown). On
the left, MluI restriction fragment sizes are therefore given for a
total of 11 chromosomes. Both interB and ssu rDNA probes
hybridize with all karyotype bands (lane 2, interB blot)
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cells after mitosis. Our RT-PCR analysis of interB tran-
scription in E. cuniculi-infected host cells has revealed
a preferential activity of a gene copy positioned on one
extremity of the chromosome III (newECU03) but we
cannot aYrm that a mono-allelic control occurs. It
should be stressed that E. cuniculi develops asynchro-
nously inside parasitophorous vacuoles, with accumu-
lation of the latest sporogonial stages (immature and
mature spores) in the old vacuoles. DiVerences in tran-
scriptional activity between parasite stages may there-
fore justify an unequal distribution of diVerent interB
transcripts in the whole parasite population. A working
hypothesis is that the transcription of a set of interB
genes would occur early in proliferative stages (mero-
nts) and would be followed by an epigenetically con-
trolled extinction process during sporogony.
Noticeably, the epigenetic control of var gene expres-
sion in P. falciparum has been related to a moving
junction between euchromatin and heterochromatin
(Freitas-Junior et al. 2005).
The cellular localization and functional signiWcance
of InterB proteins are still unknown. The prediction of
a signal peptide in some of these proteins, including the
protein corresponding to the preponderant transcript,
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suggests a possible translocation into the endoplasmic
reticulum. As at least one TM domain is predicted in
the N-terminal region, a targeting to a membrane sys-
tem may also be assumed. A possible candidate is the
plasma membrane of proliferative stages. However,
the hypothesis of an export to the host cell surface via
interactions with host cell traYcking machinery also
deserves the attention to justify some aspects of the
cellular immunity response to microsporidian infec-
tions (Moretto et al. 2004). An answer is expected from
further investigations using immunocytochemical pro-
cedures with speciWc antibodies raised against a recom-
binant protein derived from the expression of the
newECU03 gene copy in a heterologous system.
Existence of an interB repertoire in human-infecting 
microsporidia
Over 10 microsporidian species, three Encephalito-
zoon species and two representatives of the Vittaforma
and Brachiola genera, were interB-positive and har-
boured multiple gene sequences. SpeciWc PCRs and
sequence alignments have conWrmed that the interB
genes are dispersed in more than one cluster. As the
acquisition of such genes via a lateral gene transfer
process seems unlikely, the interB repertoire should
have been present in a common ancestor of Encephali-
tozoon, Vittaforma and Brachiola. Several cytological
features argue for distantly related genera. Encephali-
tozoon spp. are mononucleate cells and are enclosed
inside parasitophorous vacuoles whereas both V. cor-
neae and B. algerae display two abutted nuclei (diplo-
karyon) and develop in direct contact with the host
cytoplasm. In addition, we have shown that the chro-
mosome distribution in B. algerae is more complex
(three diVerent chromosome size classes) than in
Encephalitozoon (only minichromosomes) and resem-
bles those in some interB-negative species such as
Nosema bombycis (Kawakami et al. 1994) and Glugea
atherinae (unpublished data). A recent comparative
ssu rDNA analysis of 125 microsporidian species has
distinguished Wve major clades that mainly group
according to habitat and host, which led the authors to
propose three habitat-based classes: Aquasporidia
(clades I, II and V) in hosts of freshwater origin, Mari-
nosporidia (clade III) in hosts of saltwater origin and
Terresporidia (clade IV) in hosts of terrestrial origin
(Vossbrinck and Debrunner-Vossbrinck 2005). A
highly simpliWed tree in Fig. 10 illustrates the reparti-
tion of the species that were tested for interB. The Wve
positive ones belong to two very distinct clades: clade
IV for Encephalitozoon spp and V. corneae, clade V for
B. algerae. Thus, a close evolutionary relationship
between Encephalitozoon, Vittaforma and Brachiola is
not supported by ssu rDNA phylogeny. Moreover, as
the clade IV also comprises an interB-negative species
(N. bombycis), it cannot be considered that all repre-
sentatives of Terresporidia contain an interB reper-
toire. Following their exclusion from the Nosema
genus through independent phylogenetic studies, the
insect pathogens Paranosema grylli and Antonospora
locustae in clade II represent two very closely related
genera and possibly a same genus (Sokolova et al.
2003; Slamovits et al. 2004). Given that no interB genes
were identiWed in P. grylli and no Blast records were
obtained between interB genes and partial A. locustae
Fig. 9 Two-dimensional PGFE KARD analysis of Brachiola al-
gerae genome and hybridization with ssu and interB probe. a Sep-
aration of chromosomal DNAs in the Wrst dimension step. Left
Yeast PFGE marker and general overview of the B. algerae
karyotype (60-s pulses for 15 h, 85-s pulses for 15 h and 140-s puls-
es for 15 h at 150 V). Right Three-step pulse programs were ap-
plied to improve the resolution of bands in diVerent karyotype
regions: “mega-base” region (60-s pulses for 8 h, 85-s pulses for
18 h and 160-s pulses for 19 h at 150 V), “intermediate” region
(60-s pulses for 15 h, 85-s pulses for 15 h and 140-s pulses for 15 h
at 150 V) and “mini-chromosomes” region (60-s pulses for 15 h,
85-s pulses for 15 h and 140-s pulses for 10 h at 150 V, the gel con-
centration was enhanced to 1.2%). The number of DNA mole-
cules per karyotype band was estimated on the basis of
Xuorescence intensity and of the comparison of each band size
with the sum of corresponding MluI fragment sizes. The molecu-
lar karyotype is schematized using light grey boxes for a single
DNA molecule and dark grey boxes for two DNA molecules. b
Autoradiography and ethidium bromide-stained pattern of
restriction fragments after MluI digestion of the whole karyotype.
Top part left: KARD Wrst dimension. Bottom left: MluI-KARD
autoradiographs. Four fragments per DNA molecule are gener-
ally produced in the intermediate region. Small fragments at
20 kbp are detected only after autoradiography. Arrows indicate
fragments hybridizing with ssu probe (main signals in c). This sec-
tion part is composed of two images, the left one being more res-
olute for large restriction fragments (8-s pulses for 8 h, 15-s pulses
for 7 h and 40-s pulses for 7 h at 200 V), the right one being per-
formed in the same conditions as the ethidium bromide stained
gel (right). Right part: The number of MluI-restriction fragments
is underestimated when KARD analysis is based on gel DNA Xu-
orescence after ethidium bromide staining (pulse program: 5-s
pulses for 8 h, 15-s pulses for 7 h and 30-s pulses for 9 h at 200 V).
Arrows indicate fragments hybridizing with interB probe. c B. al-
gerae interB repertoire genome organization. Top part: KARD
Wrst dimension and hybridizations. Lane 1, ethidium bromide-
stained gel (60-s pulses for 15 h, 100-s pulses for 15 h and 160-s
pulses for 17 h at 150 V). Lane 2, ssu rDNA hybridization. Lane
3, interB hybridization. Bottom part: Hybridization of ssu rDNA
probe to MluI-KARD proWle (pulse program: 5-s pulses for 8 h,
15-s pulses for 7 h and 30-s pulses for 7 h at 200 V). Reactive frag-
ments derive from 15 chromosomes, their relative positions being
indicated by vertical lines. Faint signals are observed after over-
exposure of the Wlm. InterB-hybridizing fragments (arrows) are
found on three chromosomes. The same Wrst dimension was used
for the gel presented at the right of b 
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genome sequence data (gmod.mbl.edu/antonospora),
we assume that A. locustae is also interB-negative. The
three studied marine Wsh parasites are interB negative,
Glugea and Spraguea being assigned to the clade III.
The phylogenetic position of Neonosemoides has not
been investigated because of the lack of available
rDNA sequence, but its habitat strongly suggests
another member of Marinosporidia. A larger sampling
of species is however required before concluding with
the homogeneity of some clades. The history of the int-
erB family during microsporidian evolution may have
been dependent on duplication-divergence events and
extensive chromosome rearrangements, leading to
either expansion or loss of the family in species of
diVerent lineages. A comparison of the genome
sequences of E. cuniculi and A. locustae, has suggested
that the reduction of chromosome sizes is an ongoing
process that takes place throughout the microsporidian
phylum (Stechmann 2004).
The Wve interB-containing species have been recog-
nized as human pathogens. However, as reviewed by
Didier et al. (2004) and Mathis et al. (2005), a zoonotic
potential likely exists for most human-infecting micros-
poridia. E. cuniculi is well known to have a wide range
of mammalian hosts, with a high prevalence in rabbits.
E. intestinalis has been identiWed in gorillas whereas
E. hellem can infect some birds. Although V. corneae
has been detected only in humans so far, the ssu rDNA
tree shows a clustering with Cystospora and Endoreti-
culatus species that invade lepidopterans. The ability to
infect some poikilothermic animals is quite clear for B.
algerae that was primarily recognized as a parasite of
mosquitoes (Vavra and Undeen 1970). Both mosquito
and human isolates of B. algerae can infect immunode-
Wcient mice and can be grown on mammalian cell lines,
even at the temperature of 37°C (Lowman et al. 2000;
Cali et al. 2004; Kucerova et al. 2004; Visvesvara et al.
2005). Thus, some insects may be or may have been
major sources of microsporidia for mammals.
Although much remains to be learned about the rela-
tionship between genome size reduction and life cycle
simpliWcation in microsporidian groups, it is tempting
to assume that the very small genomes in Encephalito-
zoon spp. are regressive forms of a Brachiola-like
ancestral genome. Three obligatory blood-sucking
mosquito genera (Aedes, Anopheles and Culex) are
known as vectors of human diseases and can be
infected by B. algerae. We propose an evolutionary
scenario starting with the appearance of interB genes in
an ancestor that was a parasite of mosquitoes. In the
late Jurassic period, the evolution of mosquitoes and
mammals oVered the possibility for microsporidia to
enter in contact with mammals. Then, a homoeother-
mic environment would have accelerated a regressive
pathway driving the emergence of Encephalitozoon
species.
Tracking interB genes in a higher number of micro-
sporidian species should be useful to establish some
correlations with the placement of rDNA units on
chromosomes and with major features of the host-
microsporidia relationship. In clade III, the case of
Trachipleistophora hominis is of special interest for
testing a speciWc origin of interB repertoire among
mosquito parasites, because this human pathogen has
been successfully transmitted to mosquito larvae and is
closely related to insect-infecting Vavraia species
(Weidner et al. 1999). In spite of the still limited
knowledge of its distribution among microsporidia, the
interB family may represent a set of valuable molecular
markers for some human-infecting species and may
oVer perspectives of application in diagnostic and epi-
demiological Welds.
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Chapitre 3 : Expression des protéines InterB 
 
 
I- Expression de protéines InterB recombinantes 
 
Une stratégie d’expression hétérologue des protéines InterB d’Encephalitozoon 
cuniculi chez Escherichia coli et de purification des protéines recombinantes a été mise en 
place, en vue de produire des anticorps spécifiques pour détecter ces protéines chez le 
parasite. 
 Dans un premier temps, ce travail a porté sur une partie du gène InterB 
correspondant au CDS ECU01_0110 qui code pour la protéine Y111_ENCCU. Ce gène 
appartient à la sous-famille 2. Le choix de cette protéine était motivé par sa forte homologie à 
des protéines de surface. La séquence choisie pour l’expression correspond à la partie N-
terminale dépourvue de la séquence correspondant au peptide signal prédit sur la protéine 
(entre les positions 20 et 288 acide aminé). 
 Par la suite, compte-tenu des résultats des analyses du répertoire transcrit, le CDS 
newECU03 correspondant au transcrit majoritaire a plus particulièrement retenu notre 
attention (Figure 41). Après réalisation d’alignements multiples des séquences interB et 
recherche d’épitopes, quatre régions ont été ciblées pour les amplifications PCR: 
 
? Un fragment de 111 pb (37 aa) spécifique à newECU03, avec épitope, amplifié par le 
couple d’amorces 5newEcu03spec1 Vs 3newEcu03spec2. 
? Un fragment de 90 pb (30 aa) spécifique à newECU03, sans épitope, amplifié par le 
couple d’amorces 5newEcu03spec1 Vs 3newEcu03spec3. 
? Un fragment générique (936 pb, 312 aa), sans épitope, amplifié par le couple 
d’amorces 5newEcu03spec1 Vs 3newEcu03gener1. 
? Un fragment central générique (156 pb, 52 aa), avec épitope, amplifié par le couple 
d’amorces 5newEcu03gener2 Vs 3newEcu03gener2. 
  






    M   R   W   K   H   I   I   W   I   L   I   T   V   I   D   E   M   H      18 
   ATG CGA TGG AAG CAT ATA ATA TGG ATA TTA ATT ACT GTG ATT GAT GAG ATG CAC     54 
  
    C   S   S   E   L   E   G   A   I   S   F   E   G   M   T   G   C   E      36 
   TGC TCC TCG GAA TTA GAA GGC GCC ATT TCT TTT GAA GGA ATG ACG GGC TGC GAG    108 
  
    S   R   V   I   L   F   P   F   V   F   K   G   N   N   I   V   I   S      54 
   AGT CGA GTA ATA TTG TTT CCG TTT GTA TTC AAA GGA AAT AAC ATA GTA ATA TCA    162 
  
    P   T   T   K   Y   N   D   L   K   R   N   T   R   D   T   V   M   G      72 
   CCA ACA ACA AAA TAT AAT GAT TTG AAG AGA AAC ACT AGA GAT ACA GTT ATG GGT    216 
  
    F   V   S   E   I   S   F   M   M   W   Y   F   L   F   G   R   V   K      90 
   TTC GTT AGT GAG ATT TCC TTT ATG ATG TGG TAT TTT CTA TTT GGT AGG GTA AAA    270 
  
    G   S   D   R   L   E   R   L   F   D   V   G   M   K   A   Y   L   E     108 
   GGT AGT GAC CGA CTT GAA AGG TTG TTT GAT GTA GGT ATG AAA GCA TAC TTG GAG    324 
  
    D   I   S   I   G   T   S   K   V   W   M   N   G   N   K   T   F   S     126 
   GAC ATA TCT ATA GGT ACA TCA AAG GTG TGG ATG AAT GGA AAC AAG ACT TTT AGT    378 
  
    E   L   L   E   L   V   Y   E   R   L   F   Q   C   N   E   R   E   G     144 
   GAA TTG TTG GAA TTG GTT TAT GAA AGG CTA TTC CAA TGT AAT GAG AGG GAG GGT    432 
  
    G   H   V   T   R   Y   G   R   N   I   I   E   E   V   D   D   M   I     162 
   GGG CAT GTA ACA AGG TAT GGA AGG AAT ATT ATA GAA GAG GTT GAT GAT ATG ATA    486 
  
    K   N   I   A   A   D   I   G   K   E   E   E   E   M   W   I   K   A     180 
   AAA AAC ATC GCT GCT GAC ATA GGC AAA GAA GAA GAG GAA ATG TGG ATA AAG GCT    540 
  
    L   N   D   H   R   E   H   G   V   S   L   C   N   R   E   V   W   K     198 
   TTA AAC GAC CAT AGA GAA CAC GGG GTG TCT CTT TGT AAT AGA GAG GTG TGG AAG    594 
  
    Q   V   V   S   V   E   K   I   V   C   N   I   C   K   R   I   C   I     216 
   CAG GTA GTC AGT GTT GAA AAG ATA GTC TGC AAT ATA TGC AAA AGA ATC TGT ATT    648 
  
    D   L   K   E   E   E   L   L   G   L   M   A   E   G   S   V   R   K     234 
   GAT CTT AAG GAA GAA GAG TTA CTA GGA TTA ATG GCT GAG GGG AGT GTG AGA AAG    702 
  
    I   L   K   A   K   F   G   E   E   K   V   S   D   M   S   Y   L   E     252 
   ATT TTG AAA GCA AAA TTT GGT GAA GAA AAG GTC AGT GAT ATG AGT TAT CTA GAA    756 
  
    F   A   V   V   D   I   S   L   L   L   D   A   H   K   E   Y   G   E     270 
   TTT GCC GTT GTT GAT ATC AGT CTA TTA TTA GAT GCA CAC AAA GAG TAT GGA GAA    810 
  
    E   V   M   K   E   L   V   K   Q   M   L   L   G   K   N   G   K   E     288 
   GAG GTT ATG AAG GAA TTG GTT AAG CAG ATG CTG CTG GGG AAG AAT GGA AAG GAG    864 
  
    I   N   R   R   Y   V   D   K   V   A   G   V   V   R   E   I   Q   R     306 
   ATA AAC AGG AGA TAT GTT GAC AAA GTT GCA GGT GTA GTC AGG GAA ATA CAG AGA    918 
  
    R   R   E   R   E   I   E   K   N   L   R   E   L   L   K   D   E   E     324 
   AGA AGA GAA AGA GAG ATA GAA AAG AAC CTG AGG GAG CTG CTA AAA GAC GAG GAG    972 
  
    K   A   K   S   K   K   K   G   K   K   K   K   K   R   S   A   G   V     342 
   AAG GCG AAG AGT AAA AAG AAA GGG AAG AAG AAA AAG AAA AGG AGT GCA GGA GTC   1026 
  
    P   E   S   K   E   E   E   K   K   E   S   E   T   E   E   V   E   A     360 
   CCT GAG AGT AAG GAA GAG GAG AAG AAG GAG AGC GAG ACC GAG GAA GTT GAG GCA   1080 
  
    G   E   E   T   E   M   L   S   E   E   V   G   G   A   R   R   K   T     378 
   GGT GAG GAG ACG GAG ATG CTA TCC GAG GAG GTT GGA GGA GCA CGC AGG AAG ACA   1134 
  
    G   K   K   S   E   G   G   R   K   R   Y   K   I   H   R   R   V   L     396 
   GGT AAG AAA AGC GAG GGT GGC CGG AAG CGC TAC AAG ATC CAC AGA AGG GTT CTC   1188 
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    R   W   R   K   S   P   E   K   I   K   E   E   W   D   K   G   S   E     414 
   CGG TGG AGA AAG AGC CCA GAG AAG ATC AAG GAG GAG TGG GAC AAA GGA AGC GAA   1242 
  
    E   R   W   R   G   R   S   L   E   E   I   K   E   Q   K   V   F   H     432 
   GAG AGG TGG AGG GGA AGG TCT CTT GAA GAG ATC AAG GAG CAG AAG GTG TTC CAT   1296 
  
    D   I   V   G   V   L   E   L   L   R   S   E   D   A   D   R   F   F     450 
   GAC ATA GTG GGT GTG CTG GAA CTT CTC AGG AGT GAA GAT GCA GAC AGG TTC TTT   1350 
  
    I   D   T   G   E   H   S   K   G   G   S   E   R   Q   R   M   V   A     468 
   ATA GAT ACA GGA GAG CAC AGC AAG GGC GGG AGT GAG AGG CAG AGG ATG GTG GCG   1404 
  
    I   G   V   L   E   S   G   E   K   K   M   P   G   V   V   E   V   G     486 
   ATT GGG GTT CTT GAG AGC GGA GAG AAG AAG ATG CCA GGA GTG GTG GAG GTT GGG   1458 
  
    T   F   K   D   S   P   S   G   C   P   V   V   Y   H   L   M   F   R     504 
   ACG TTC AAG GAC TCT CCT AGT GGA TGC CCA GTT GTG TAC CAC CTG ATG TTC CGG   1512 
  
    V   T   G   I   E   E   I   G   G   V   M   S   P   G   F   A   E   A     522 
   GTT ACG GGG ATA GAG GAG ATA GGA GGT GTT ATG AGC CCA GGG TTT GCC GAG GCC   1566 
  
    N   D   I   E   K   I   D   E   D   K   E   Y   Q   D   A   G   K   F     540 
   AAT GAT ATT GAG AAG ATA GAT GAG GAT AAG GAA TAC CAG GAT GCG GGC AAG TTT   1620 
  
    V   Y   P   K   G   V   R   F   E   T   V   K   G   T   D   V   F   Q     558 
   GTG TAT CCA AAA GGA GTA AGG TTT GAA ACA GTG AAG GGG ACC GAT GTA TTC CAG   1674 
  
    I   V   W   G   N   P   S   D   T   S   E   V   F   Y   R   L   T   I     576 
   ATA GTG TGG GGG AAT CCC TCT GAC ACC TCT GAG GTT TTC TAC CGT CTC ACG ATT   1728 
  
    R   C   R   P   C   V   I   *                                             584 
   CGG TGC AGG CCA TGT GTG ATC TGA                                           1752 
  
   
 
 
Figure 41: Séquence de la protéine InterB codée par le CDS newECU03.  
Le peptide signal de 19 aa (en rouge) et les épitopes choisis (en marron et soulignés) ont été 
respectivement prédits avec les programmes SignalP et B-epitope.  
 
 Les amplifications PCR sont réalisées dans un volume total de 50 µl (avec 1 ng 
d’ADN de E. cuniculi et 2,5 U de Taq DNA polymerase, Eurobio) à l’aide d’un thermocycler 
Perkin-Elmer 2400. Après une première étape de dénaturation de 3 min à 94°C, 30 cycles 
d’amplification sont effectués selon les conditions suivantes : une dénaturation de 30 s à 
94°C, suivie d’une hybridation de 30 s à une température choisie en fonction des TM des 
amorces utilisées, puis une phase d’élongation d’une minute à 72°C. La phase d’élongation 
finale est de 15 min à 72°C. 
 Afin de vérifier les tailles des fragments amplifiés, les produits PCR sont déposés 
avec un marqueur de taille (échelle 100 pb, Promega) sur un gel d’agarose à 1,2 %. Ce 
dernier, après migration, est traité au bromure d’éthidium (0,4 µg /ml) puis visualisé sous UV. 
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Amorces                 Séquences        TM 
 
ECU01_0110_f  CGGGATCCTCGGAAGAAGAGAATGC   74 
 
ECU01_0110_r  GGGAATTCCTTCTTCCCCAGCAGCA   74 
 
5newEcu03spec1  CGGGATCCAACACTAGAGATACAGTTATGGGTT  68
  
3newEcu03spec2  CGGAATTCTACTACAAACAACCTTTCAAGTCGG  70 
 
3newEcu03spec3  CGGAATTCTCGGTCACTACCTTTTACCCTAC  68 
 
3newEcu03gener1 CGGAATTCCCTGCGTGCTCCTCCAACCTC   70 
 
5newEcu03gener2 CGGGATCCGAAAGAGAGATAGAAAAGAACCTGA  68 
 




Tableau 4: Séquences et TM (températures de fusion) des amorces utilisées pour 
l’amplification de différents fragments de gènes interB. Les sites de restriction (EcoRI 
GAATTC et BamHI GGATCC) utilisés pour le clonage sont indiqués en bleu gras. 
 
 
 I-1 Production de protéines recombinantes 
 Les bandes amplifiées sont découpées et purifiées sur colonne (Gel Extraction Kit, 
Qiagen). Les fragments sont par la suite digérés par les enzymes reconnaissant les sites de 
restriction introduits à leurs extrémités, puis mis en ligature avec le vecteur d’expression 
pGEX-4T1-His (Figure 42) préalablement coupé par les mêmes enzymes de restriction. En 
fait, il s’agit du vecteur pGEX-4T1 (Pharmacia) qui a été modifié par addition d’un épitope de 
8 histidines en aval du site multiple de clonage. En amont du site, ce vecteur présente une 
séquence qui code la glutathion-S-transférase (GST). Ainsi, la protéine de fusion obtenue 











Figures 42: Le vecteur d’expression pGEX-4T1-His (Pharmacia). 
Le vecteur a été modifié par introduction d’une séquence codant pour un épitope de 8 résidus 
histidine entre les sites de restriction XhoI et NotI. Les fragments d’intérêt sont clonés entre 
les sites de restriction BamHI et EcoRI. 
 
 Après transformation et étalement sur milieu LB-ampicilline (100 µg/ml) de 
bactéries compétentes E. coli XL1-Blue, les clones sont criblés par restriction et vérifiés par 
séquençage (avec une amorce choisie en amont du site multiple de clonage). 
 L’expression a été effectuée chez des bactéries compétentes E. coli BL21+. Ces 
dernières sont transformées avec les plasmides recombinants puis étalées sur un milieu LB-
ampicilline (100 µg/ml) et placées à 37°C pendant une nuit. Les transformants obtenus sont 
mis en culture dans 4 ml de milieu LB liquide contenant de l’ampicilline (100 µg/ml), sous 
agitation à 37°C jusqu'à obtention d’une densité optique de 0,5 (lecture à 600 nm). 
L’expression des protéines recombinantes est induite par addition d’IPTG (2 mM), pendant 4 
h sous agitation. Les bactéries sont récupérées par centrifugation (5000 x g, 3 min), puis 
reprises dans un tampon de Laemmli à base de SDS 2,5 % - DTT 100 mM. Les protéines 
bactériennes ainsi solubilisées sont séparées sur gel SDS-PAGE à 10 % (Laemmli, 1970). La 
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révélation des bandes protéiques est effectuée au bleu de Coomassie à 0,2 % dans une 
solution de méthanol /acide acétique/eau distillée (4/2/4), pendant 30 min sous agitation à 
température ambiante. Les gels sont ensuite lavés dans une succession de bains du mélange 
méthanol /acide acétique/eau distillée (4/2/4). 
 
 I-2 Obtention des anticorps polyclonaux 
 Les bandes protéiques correspondant aux protéines recombinantes sont découpées, 
puis broyées au moyen d’un homogénéisateur de type Dounce dans 200 µl d’eau distillée 
stérile. Les broyats sont ensuite homogénéisés avec l’adjuvant de Freund complet (Sigma) 
puis injectés par voie intra-péritoneale à des souris (Swiss CD1, Charles River). Pour les 
rappels (14, 21, 28, 49 et 56 jours après la première injection), les antigènes sont mélangés à 
l’adjuvant de Freund incomplet. Le sang de l’animal est prélevé deux semaines après le 
dernier rappel par exsanguination totale et laissé coaguler 1 h à 37°C. Après une nuit à 4°C, le 
caillot rétracté est éliminé et le sérum centrifugé (20000 x g, 5 min) est conservé à – 20°C. 
 
 I-3 Extraction et séparation des protéines sporales 
 Des cellules HFF sont infestées avec des spores d’E. cuniculi souche GB-M1 
(utilisée pour le séquençage). Après collecte des surnageants, les spores sont concentrées par 
centrifugation (3000 x g, 10 min). Les contaminants issus des cellules-hôtes sont éliminés par 
traitement au SDS 1% à 65°C, pendant 10 min, suivi de plusieurs lavages par centrifugation 
en présence de PBS.  
 L’extraction des protéines totales est réalisée par immersion des spores dans un 
tampon de lyse contenant SDS 0,2 %, DTT 100 mM et CHAPS (3-[(3-Cholamidopropyl)-
Dimethylammonio]-1-Propane Sulfonate) 4 % et à l’aide de plusieurs cycles de 
congélation/décongélation dans de l’azote liquide suivi d’un traitement aux ultrasons (10 
pulses de 30 s). Le matériel est repris dans une solution d’extraction contenant de l’urée 7M, 
thiourée 2M, DTT 100 mM, SDS 0,2 % et du CHAPS 4 % (6 h à température ambiante). Les 
protéines solubilisées sont collectées et conservées à -20°C. 
 Les échantillons protéiques (20 à 30 µg) sont séparés sur un gel de polyacrylamide 
à 10 ou 12 %. L’électrophorèse est effectuée sous intensité constante à raison de 25 mA par 





 I-4 Transfert sur membrane et immunomarquage 
 Les protéines séparées en SDS-PAGE sont transférées sur membrane de PVDF 
(Poly Vinylidene DiFluoride, Polylabo) par un système de transfert semi-sec (Amersham).  
 Pour le marquage immunologique, une étape de saturation est effectuée avec du 
PBS-lait écrémé 5% pendant 1 h. La membrane est ensuite incubée pendant 3 h avec les anti-
sérums dilués en PBS-Triton X-100 0,1 % (dilutions entre 1/200 et 1/500). Après 4 lavages 
(sous agitation) au PBS-Triton X-100 0,1 %, la membrane est traitée avec un anticorps 
secondaire anti-IgG de souris couplé à la phosphatase alcaline (Promega) dilué au 1/10000. 
Suite à 4 lavages en PBS-Triton X-100 0,1 % et un rinçage final en PBS seul, la révélation est 
faite en présence de NBT et BCIP selon les prescriptions du fournisseur (Promega).  
 
 I-5 Immunolocalisation 
 Des cellules HFF cultivées au contact de lamelles de verre sont infestées avec des 
spores de E. cuniculi. Une heure après l’infestation, les spores extracellulaires résiduelles sont 
éliminées. Après une durée totale d’incubation de 24, 48, ou 72 h, les cellules sont lavées au 
PBS et fixées par le méthanol froid (20 min à -80°C). Dans le cas de spores extracellulaires, 
des frottis sont réalisés sur des lames de verre recouvertes de polylysine puis fixés comme 
précédemment. 
 Après une perméabilisation de 30 min en présence de PBS-Triton X 100 0,5 %, 
une étape de saturation en PBS-lait écrémé 5 %  pendant 1 heure est réalisée. Le matériel 
biologique est ensuite incubé pendant 1 h avec les anticorps primaires dilués au 1/100 en 
PBS-Triton X-100 0,1 %. Après plusieurs rinçages au PBS-Triton X-100 0,1 %, les cellules 
sont incubées 1 h avec les anticorps secondaires (anti-IgG de souris ou de lapin) conjugués au 
fluorochrome Alexa 488 (dilué au 1/1000, Molecular Probes) ou TRITC (dilué au 1/400, 
Sigma). Afin de mieux visualiser les foyers infectieux, les noyaux des spores sont révélés au 
DAPI. Les préparations sont observées à l’aide d’un microscope à épifluorescence LEICA 
DMR.  
 
 II- Résultats 
  II- 1 Réactivité des anticorps anti-ECU01_0110  
 
 La séquence Y111_ENCCU, correspondant à une protéine InterB putative 
codée par le CDS ECU01_0110, a été exprimée après exclusion de son signal peptide chez E. 
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coli. L’antisérum anti-ECU01_0110 produit contre la protéine recombinante réagit avec de 
nombreuses bandes du profil protéique de l’extrait sporal d’E. cuniculi, transféré sur 
membrane PVDF (Figure 43). Deux bandes sont particulièrement réactives dans la zone 70-
80 kDa. La taille de la bande inférieure est proche de celle calculée pour la protéine 
Y111_ENCCU (68,5 kDa). Il est donc possible qu’au moins une protéine InterB soit 
exprimée. Les expériences d’immunolocalisation avec le même antisérum n’ont montré qu’un 
marquage très diffus de la spore, apparemment peu spécifique.  
                        
 
 
Figure 43: Western blot de protéines sporales d’E. cuniculi après traitement par des 
anticorps polyclonaux anti-ECU01_0110. Deux bandes (flèches) sont très réactives.  
 
 II-2 Expression de différentes régions de newECU03 chez E. coli 
 
 Les amplifications PCR pour les quatre régions sélectionnées dans la séquence 
newECU03 ont fourni des produits ayant les tailles espérées (Figure 44).  
Les différents fragments amplifiés ont été clonés dans le vecteur pGEX-4T1-His 
puis les plasmides recombinants ont servi à la transformation de bactéries BL21+. Après 
induction par l’IPTG de l’expression, les protéines ont été analysées en SDS-PAGE. 









                       
 
Figure 44 : Profils en gel d’agarose des produits d’amplification PCR pour les quatre 
fragments d’intérêt du gène newECU03.  M : marqueurs de taille moléculaire (Promega). 
1/ fragment newECU03_PR1, amplifié par le couple 5newEcu03spec1 Vs 3newEcu03spec2. 
2 / fragment newECU03_PR2, amplifié par 5newEcu03spec1 Vs 3newEcu03spec3. 
3/ fragment newECU03_PR3, amplifié par 5newEcu03spec1 Vs 3newEcu03gener1 (936 pb, 
bande supérieure).  
4/ fragment newECU03_PR4, amplifié par 5newEcu03gener2 Vs 3newEcu03gener2.  
 
 Seuls les fragments correspondant aux amplicons 1 (newECU03_PR1) et 4 
(newECU03_PR4) ont pu être exprimés chez Escherichia coli. Les profils SDS-PAGE 
montrent que les protéines de fusion migrent à 31 kDa pour newECU03_PR1/GST et à 33 
kDa pour newECU03_PR4/GST (Figure 45). Les bandes contenant ces protéines 
recombinantes ont été découpées puis purifiées et injectées à des souris. Les premiers 
antisérums collectés sont en cours d’utilisation pour des essais d’immunolocalisation. 
 
 
1      2     3      4     M
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Figure 45: Expression chez Escherichia coli des protéines recombinantes correspondant aux 
amplicons 1 (A) et 4 (B). Les protéines de bactéries E. coli BL21+ transformées avec les 
vecteurs pGEX-4T1 recombinants sont analysées en SDS-PAGE 10%, après solubilisation en 
tampon Laemmli. M : marqueurs de taille moléculaire (Biorad). 
A/ La piste 1 montre un  profil avec la protéine exprimée (flèche) après induction par l’IPTG, 
La taille de 31 kDa pour cette protéine correspond bien à celle prévue pour la  fusion de la 
GST (27 kDa) avec le peptide newECU03_PR1 (37 acides aminés, soit environ 4 kDa). Les 
pistes 2 et 3 représentent les profils témoins : 2/ sans induction par IPTG , 3/ expression de 
GST seule (flèche).  
B/ La piste 1 correspond au témoin non induit. La piste 2 révèle l’expression d’une protéine 
proche de 33 kDa (flèche) représentative de la GST (27 kDa) fusionnée au peptide 






















































Discussion et perspectives 
 
Dans un contexte de parasitologie, les protéines codées par des gènes en position 
subterminale sur les chromosomes sont d’importance centrale, celles-ci étant souvent 
associées à la pathogénie des espèces parasites, quel que soit le phylum auquel elles 
appartiennent (Barry et al, 2003). Les modalités de l’expression des gènes var chez 
l’apicomplexe Plasmodium falciparum (agent du paludisme) et des gènes vsg chez le 
kinétoplastidé Trypanosoma brucei (maladie du sommeil) sont sans aucun doute les mieux 
caractérisées. Les travaux sur ces familles multigéniques étaient dictés par le souci de justifier 
la grande variabilité d’une protéine de surface immunodominante (PfEMP1 chez P. 
falciparum, VSG chez T. brucei) et de déterminer le mécanisme assurant la commutation du 
variant exprimé.  
Bien que n’ayant pu s’appuyer sur la connaissance d’un phénomène similaire de 
variation antigénique chez les microsporidies, la présente étude constitue une première 
contribution à l’analyse post-génomique de séquences répétées à localisation subterminale 
chez Encephalitozoon cuniculi. Nous avons démontré que l’une des familles multigéniques 
potentielles (famille interB) est susceptible d’être exprimée et se trouve représentée chez 
quelques autres microsporidies capables d’infecter l’Homme. Par rapport à ces résultats, nous 
allons orienter notre discussion autour de quatre points principaux : 
? le contexte chromosomique et génétique du répertoire interB. 
? la transcription des gènes interB et le mode de régulation. 
? la localisation potentielle des protéines InterB.  
? la relation avec la spécificité d’hôte. 
 
I- Le répertoire interB chez Encephalitozoon cuniculi 
 Pour un eucaryote, Encephalitozoon cuniculi possède un génome très petit (2,9 Mb, 
Katinka et al, 2001). La présence de familles multigéniques chez ce parasite intracellulaire 
qui, à l’image d’autres microsporidies, s’est engagé dans une voie de réduction de son 
génome (Keeling et Slamovits, 2004), est assez surprenante. Quatre familles de gènes, 
interAE, interB, interD et interC ont été distinguées et sont principalement associées aux 
régions subterminales des chromosomes.  
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 Ces familles apparaissaient candidates à des gènes dits de « contingence » (Barry et al, 
2003), gènes soumis à de fréquentes mutations et conférant des phénotypes alternatifs liés à 
des changements environnementaux. Chez les parasites eucaryotes, les gènes de contingence 
jouent un rôle majeur dans la protection contre les réponses immunes de l’organisme hôte, à 
travers la variabilité des protéines de surface exprimées. Dans le cas des microsporidies, la 
forme cellulaire assurant l’infestation est une spore couverte par une épaisse paroi riche en 
chitine mais le composant protéique majeur (SWP1) de la couche pariétale externe (exospore) 
chez E. cuniculi n’est codé que par un seul gène (Bohne et al, 2000). Le succès de la 
prolifération d’un parasite microsporidien exige cependant des interactions variées au cours 
d’une série de processus coordonnés: reconnaissance d’une cellule-cible adéquate, extrusion 
du tube polaire, internalisation du sporoplasme, protection contre la dégradation par les 
lysosomes, importation de nutriments et divers précurseurs pour les biosynthèses…Les 
modalités de la reconnaissance et de la pénétration du parasite sont encore débattues au 
niveau cytologique. Les données moléculaires sont principalement limitées à l’identification 
de trois protéines de tube polaire codées par des gènes uniques et la mise en évidence de la 
prépondérance de courtes chaînes O-mannosylées dans les glycoprotéines (Taupin et al, 
2006). Une implication de protéines issues de l’expression de familles multigéniques dans une 
phase particulière de l’invasion microsporidienne reste donc envisageable.  
 La famille interB qui a fait l’objet de cette étude est un répertoire composé de 36 gènes 
qu’on a pu subdiviser en 6 sous-familles sur la base d’homologie de séquences des protéines. 
Ces gènes ne sont absents que sur trois extrémités chromosomiques. Certains sont des 
pseudogènes (11 au total) codant pour des protéines tronquées. Les gènes interB codent pour 
une protéine d’environ 600 acides aminés et partagent la même orientation de transcription 
avec l’unité ADNr (en direction des télomères). Contrairement aux gènes var (revue Frank et 
al, 2006), aucun intron n’a été détecté.  
 
II- Transcription des gènes interB : quel contrôle ? 
 Nous avons utilisé l’approche RT-PCR pour étudier la transcription des gènes interB. 
Ce choix a été fait après une validation de la spécificité de nos différentes amorces (amorces 
spécifiques pour une amplification par sous-famille de gènes et amorces que nous qualifions 
de génériques car permettant d’amplifier tous les gènes du répertoire). Ainsi avec ces 
différentes amorces, nous avons montré que tous les gènes interB sont transcrits. Cependant, 
le séquençage aléatoire de clones (clonage des produits RT-PCR par utilisation d’amorces 
génériques) a révélé la prédominance du transcrit issu du gène que nous avons appelé 
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NewECU03 (localisé à l’extrémité b du chromosome 3). Ce résultat pose donc le problème de 
la régulation de la transcription de cette famille interB. Trois points méritent d’être discutés : 
- une régulation de type épigénétique. 
- la temporalité de l’expression de ces gènes 
- le type de promoteur 
L’hypothèse d’une régulation épigénétique est à considérer car les gènes interB 
occupent une position privilégiée sur les chromosomes, à savoir la région subterminale, juste 
en amont de l’unité ADNr et représentant vraisemblablement une zone de transition 
hétérochromatine-euchromatine. On peut logiquement supposer une influence de la 
compaction chromatinienne sur l’expression de ces gènes. La prédiction de gènes pour des 
protéines de type Sir2 (ECU03_0460) chez E. cuniculi renforce cette idée. La protéine Sir2 a 
été particulièrement étudiée chez S. cerevisiae. Chez cette levure, Sir2 est associée à la 
répression transcriptionnelle de plusieurs locus et sa surexpression entraîne une désacétylation 
généralisée des histones. Cette enzyme ne présente d’activité histone désacétylase qu’en 
présence d’un co-facteur, le nicotinamide adénine dinucleotide (NAD). La désacétylation des 
histones par Sir2 est couplée à l’hydrolyse du NAD qui libère du nicotinamide et un autre 
métabolite, l’acétyl-ADP-ribose (Moazed et al, 2001). Par son activité histone désacétylase, 
Sir2 participe à l’hétérochromatisation. En effet, lors de ce processus, la libération des 
groupements acétyle, est suivie d’une méthylation des histones (par des méthylases comme 
Suv39H1). Cette modification est reconnue par le répresseur transcriptionnel HP1 
(Heterochromatin Protein 1) chez la drosophile et les mammifères et entraîne la formation 
d’hétérochromatine (Figure 46) (Bannister et al, 2001; Lachner et al, 2001). Ces protéines 
sont dépourvues de domaine de liaison à l’ADN. Leur association avec l’hétérochromatine 
dépend de leur domaine amino-terminal (chromo) qui se fixe de façon très stable à l’histone 
H3 méthylée sur le groupement ε-aminé de la lysine 9 (Lys 9) (Nielsen et al, 2002). 
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Figure 46: Processus d’hétérochromatisation de la chromatine sous l’influence de HP1. 
 Les histones acétylés marque une forme relaxée et donc active de la chromatine. La 
désacétylation de ces histones par Sir2 favorise une cascade d’événements, dont la 
méthylation d’histones (méthylase impliquée : SUV39H) permettant la fixation des protéines 
HP1, composants essentiels de l’hétérochromatine (selon Bannister et al, 2001). 
 
Sachant qu’in vitro, l’activité de Sir2 dépend directement de la concentration de son 
co-facteur NAD, les gènes interB ont plus de chances d’être exprimés à un stade tardif du 
cycle (à partir du sporonte) avec une biosynthèse élevée (notamment la biosynthèse des 
phospholipides) qui va mobiliser une grande partie du NAD cellulaire au détriment de 
l’activité sir2. 
 
 La seconde question qui se pose est de savoir s’il existe ou non une relation entre 
l’expression d’interB et le stade de développement. En travaillant sur de l’ARN total extrait 
de cellules infestées sur plusieurs semaines, les ARN de tous les stades parasitaires sont 
récupérés. Cependant, le stade prédominant est la spore mature. Cela pourrait expliquer le fait 
qu’on ait obtenu, au cours de trois expériences différentes, le même transcrit majoritaire. Une 
étude de la transcription chez différents stades de développement du parasite par une méthode 
d’hybridation in situ avec des sondes interB nous renseignera plus clairement sur la 
temporalité de l’expression de ces gènes. Il faudra également étudier le répertoire transcrit par 
une approche RT-PCR quantitative afin de vérifier les niveaux de transcription des différents 
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gènes. L’étude du répertoire transcrit sur les autres microsporidies positives aux gènes interB 
est à entreprendre, surtout pour les modèles Brachiola sp et Vittaforma corneae.  
Pour ce qui concerne la recherche de promoteurs, soulignons qu’aucune boîte TATA 
ou CAAT n’a été identifiée en amont de chaque gène interB, ce qui pose la question du type 
d’ARN polymérase assurant la transcription. Les gènes interB sont situés juste en aval de 
l’ADNr, avec une même orientation (transcription orientée vers le télomère). L’ARN 
polymérase I serait-elle alors impliquée? La transcription polycistronique par l’ARN 
polymérase I est bien réalisée chez Trypanosoma brucei, pour l’expression des gènes vsg 
(Günzl et al, 2003). Il serait donc intéressant d’étudier la structure des transcrits interB par 
« une marche sur le transcrit » en utilisant des amorces allant toujours plus loin. On pourra 
utiliser l’approche Race PCR (techniques Race 3’ et 5’) pour les extrémités. 
 
III- Protéines InterB et localisation cellulaire 
Les séquences protéiques InterB ne présentent pas d’homologies significatives avec des 
protéines ou des domaines fonctionnels connus. De la comparaison de ces séquences, nous 
avons déduit une organisation de base comprenant une région N-terminale avec au moins un 
domaine transmembranaire potentiel, une région centrale hypervariable et une région C-
terminale conservée. Un peptide signal N-terminal est parfois prédit avec un score élevé. 
L’hypothèse d’une protéine adressée à une membrane est envisageable mais nous ne 
disposons actuellement d’aucune preuve expérimentale. 
L’utilisation d’anticorps polyclonaux afin d’étudier la localisation au niveau cellulaire des 
protéines InterB a donné des signaux très faibles, non spécifiques (résultats non montrés). 
Diverses raisons peuvent être invoquées pour justifier ces résultats: entre autres, une 
perméabilisation difficile des stades sporogoniques revêtus d’une paroi plus ou moins épaisse, 
épitopes séquentiels non démasqués, faible spécificité de l’antisérum, faible affinité des 
anticorps produits pour les protéines InterB, l’immunogénicité de ces protéines. Par rapport à 
leur possible localisation, nous émettons deux hypothèses:  
- une localisation au niveau de la membrane plasmique du parasite. 
- un adressage à la cellule-hôte.  
Dans cette seconde hypothèse, la sécrétion de protéines destinées à la cellule hôte par 
un parasite est un phénomène bien connu chez les parasites intracellulaires, particulièrement 
chez les apicomplexes (P. falciparum, T. gondii). En se référant au cas des protéines PfEMP-1 
(Plasmodium falciparum Erythrocyte Membrane Protein- 1) de P. falciparum, il pourrait être 
imaginé une exportation en direction de la surface de la cellule-hôte. Cependant, il faut 
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souligner que Plasmodium et les microsporidies diffèrent très significativement par le type 
cellulaire infecté. L’hématie où pénètre Plasmodium est une cellule anucléée, sans organites 
cytoplasmiques et métaboliquement peu active, ce qui n’est pas le cas des cellules 
susceptibles d’être envahies par les microsporidies. La découverte récente chez un 
phytoparasite Phytophthora infestans (parasite de pomme de terre) de protéines adressées à la 
cellule-hôte pourvues de la même séquence d’adressage dite HT (host targeting) que celle des 
protéines de P. falciparum (Bhattacharjee et al, 2006) montre que ce mécanisme est 
indépendant de la nature de la cellule-hôte. Ainsi, il peut y avoir conservation durant 
l’évolution, de mécanismes d’interaction hôte-parasite à une échelle moléculaire pouvant être 
intégrés dans des voies variables. Ces signaux d’adressage ne sont pas présents chez E. 
cuniculi. Par contre, il n’est pas impossible que le trafic des protéines d’origine 
microsporidienne se fasse grâce à des transporteurs ABC (Cornillot et al, 2002). Certains de 
ces transporteurs ont des signaux d’adressage de type peptide signal et peuvent se retrouver 
aussi bien à la surface du parasite qu’au niveau de la membrane de la vacuole parasitophore, 
d’autant plus que la membrane des mérontes est étroitement liée à la membrane vacuolaire. 
Quoi qu’il en soit, des études immunocytochimiques à l’échelle ultrastructurale sont à 
entreprendre. Il serait évidemment souhaitable de préparer des anticorps plus spécifiquement 
dirigés contre la protéine correspondant au transcrit majoritaire et, peut-être mieux, contre les 
motifs les plus caractéristiques de la famille InterB. 
 
III- Gènes interB: relation avec la spécificité d’hôte ? 
La présence du répertoire interB chez des microsporidies parasites de moustique 
(genre Brachiola) et de l’Homme (genres Encephalizoon et Vittaforma) nous permet 
d’émettre des hypothèses sur l’éventuel rôle des produits de ces gènes dans les interactions 
hôte-parasite. Il est vrai que le répertoire révèle une voie d’évolution inattendue au regard des 
données phylogénétiques. Cependant, ces résultats ne sont pas en contradiction avec les 
données biologiques qui montrent que les microsporidies du genre Brachiola sont capables 
d’infester des mammifères dont l’Homme (études expérimentales de Trammer et al, 1997; 
atteintes de la cornée observées chez des personnes immunocompétentes ou 
immunodéprimées, Visvesvara et al, 1999; Coyle et al, 2004). La transmission du moustique 
au mammifère a été décrite pour Trachipleistophora spp, un genre très proche du genre 
Vavraia (Cheney et al, 2001) qui reste parasite de moustique. Il serait intéressant de 
rechercher les gènes interB chez ces microsporidies afin de vérifier si la voie d’évolution 
suivie par Brachiola et Encephalitozoon concerne un groupe plus vaste.  
 186
Ceci pose la question du passage du parasite entre insectes et mammifères et du rôle 
potentiel des protéines InterB dans ce contexte. L’hypothèse d’une transmission due à 
l’acquisition du repas sanguin des moustiques chez des mammifères, a été proposée pour 
expliquer le franchissement de la barrière d’espèce pour Brachiola par exemple (revue Didier, 
2005). Cependant, la  récente description d’un hérisson de Madagascar parasité par une 
espèce du genre Trachipleistophora (Vavra et al, 2006) montre que la transmission par voie 
orale est possible.  
Le passage à un hôte mammifère pourrait être lié à la simplification du cycle 
biologique. En effet, contrairement à celles du genre Amblyospora, les espèces des genres 
Brachiola, Trachipleistophora et Vavraia sont incapables de méiose et leur transmission se 
fait directement par l’environnement sans passer par un hôte intermédiaire. A ce premier 
niveau d’analyse, il est donc improbable que les protéines InterB soient impliquées dans une 
phase sexuée du cycle. Compte tenu des différentes voies d’entrée possibles du parasite, un 
rôle dans les premières étapes de l’infestation de l’hôte semble aussi exclu. 
Certaines microsporidies parasitant l’Homme sont phylogénétiquement proches de 
celles parasitant des poissons. Des cas d’infestation de personnes immunodéprimées par des 
membres du genre Pleistophora sp (Chup et al, 1993) ou Enterocytozoon sp (Orenstein JM, 
1991) qui est particulièrement proche de Nucleospora salmonis infectant des saumons. Ceci 
va dans le sens de l’hypothèse d’un passage de la barrière d’espèce lié à l’alimentation. Nous 
n’avons pu rechercher les gènes interB chez ces parasites, mais au vu des données 
phylogénétiques et épidémiologiques, leur présence est peu probable.  
 Dans tous les cas une recherche des gènes interB dans les différents genres parasitant 
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